Biodiversidad de cianobacterias en ríos de la Comunidad de Madrid. Análisis polifásico y aplicación en biomonitorización by Loza, Virginia
  
UNIVERSIDAD AUTÓNOMA DE MADRID 
FACULTAD DE CIENCIAS 









BIODIVERSIDAD DE CIANOBACTERIAS EN RÍOS DE 
LA COMUNIDAD DE MADRID. ANÁLISIS POLIFÁSICO 


























Memoria presentada para optar al Grado de Doctor de Ciencias 
 
 











Fdo. Virginia Loza Calvo 


















Fdo. Dra. Pilar Mateo Ortega 
Catedrática 
Dpto. Biología 























Este trabajo ha sido realizado en el Departamento de Biología de 
la Universidad Autónoma de Madrid, bajo la dirección de la 
doctora Pilar Mateo Ortega (Catedrática. UAM). Financiado por 







































































ABREVIATURAS Y ACRÓNIMOS 
 
AAN – medio Allen y Arnon 
BLAST – acrónimo del inglés Basic Local Alignment and Search Tool 
BSA – albúmina de suero bovino del inglés “bovine serum albumine” 
CTAB - N-Cetil-N,N,N-Trimetilamonio bromuro 
DGGE – electroforesis en geles desnaturalizantes por gradiente químico del inglés 
Desnaturing gradient gel electrophoresis 
dNTPs – desoxinucleótidos trifosfatos 
EDTA - ácido etileno diamino tetra acético, acrónimo del inglés ethylene diamine 
tetra acetic acid 
HEPES - N-(2-Hidroxietil) piperazina- N’-(2-ácido etanosulfónico) 
kb – kilo bases 
L - litro 
LB – iniciales de las palabras inglesas Lysogeny broth (caldo lisogénico) 
ML – maximum likelihood 
MP – maximum parsimony 
NCBI – acrónimo del inglés Nacional Center for Biotechnology Information 
NID – nitrógeno inorgánico disuelto 
NJ – neighbour-joining 
pb – pares de bases 
PCR - reacción en cadena de la polimerasa, del inglés polymerase chain reaction 
Pk- Punto kilométrico 
PRS - fósforo reactivo soluble 
RFLPs - polimorfismo de los fragmentos de restricción del ADN, del inglés 
restriction fragment length polymorphisms 
rpm - revoluciones por minuto 
Tª agua – temperatura del agua 
Tª amb – temperatura ambiente 
TAE – tris acético tampon 
TEMED – N,N,N’,N’ - tetrametiletilenediamina 
TGGE - electroforesis en geles desnaturalizantes por gradiente térmico del inglés 
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I. CIANOBACTERIAS. CARACTERÍSTICAS GENERALES 
 
Las cianobacterias constituyen un grupo muy diverso de organismos procariotas, 
pertenecientes al dominio Bacteria, capaces de realizar la fotosíntesis oxigénica 
(Whitton, 1992). Entre sus pigmentos fotosintéticos, destacan la clorofila a y las 
ficobilinas, dentro de las cuales, el pigmento de la ficocianina les concede el 
característico color azul (Whitton, 2000).  A pesar de tener características fotosintéticas 
similares a las algas eucariotas y plantas superiores, su organización estructural y 
bioquímica se corresponde con el de bacterias gram-negativas (Stanier y Cohen-Bazire, 
1977).  
Son organismos muy antiguos, su origen se remonta a comienzos del 
Precámbrico hace unos 3500 millones de años. Desde el punto de vista evolutivo tienen 
especial importancia, ya que posiblemente fueron los principales responsables de la 
oxigenación de la atmósfera terrestre, como consecuencia de la utilización del agua en 
el proceso de fotosíntesis (Stewart, 1978; Knoll, 1985), que le sirve como donador de 
electrones (Whitton, 1992). 
Las cianobacterias presentan una gran distribución ecológica, colonizando 
numerosos ecosistemas, desde sistemas acuáticos hasta terrestres e incluso ambientes 
extremos como desiertos áridos (Boyer y col., 2002; García-Pichel y col., 2003) y 
fuentes termales (Norris y col., 2002; Steunou y col., 2006). Otra característica a 
destacar de estos organismos, es la capacidad que presentan algunas cianobacterias de 
fijar nitrógeno atmosférico en condiciones aerobias, lo que les confiere un especial 
interés en temas agrícolas (Leganés y col., 2001; Ariosa y col., 2004; Fernández-
Valiente y col., 2010), y les permite ser la población dominante en aguas 
extremadamente deficientes en nitrógeno (Hyenstrand et al, 1998). 
Las cianobacterias muestran una considerable diversidad morfológica, pueden 
ser unicelulares (cocos y bacilos) hasta filamentosas, pudiendo presentar ramificaciones 
verdaderas o falsas (Whitton, 1992). Gran parte de las cianobacterias suelen encontrarse 
en la naturaleza formando grupos de células o filamentos en forma de colonias 
características, e incluso formando tapetes microbianos asociados con otros 
microorganismos. Finalmente, hay que destacar que las cianobacterias son capaces de 
formar relaciones simbióticas con gran cantidad de organismos, desde plantas 





y Fay, 1979, Kneip y col., 2007) en ambientes terrestres, desempeñando un papel 
importante en el funcionamiento del ecosistema y en el ciclo de nutrientes. 
Otro aspecto importante es la aparición de afloramientos masivos de algunas 
cianobacterias, que pueden ser visibles a simple vista cuando se generan densas 
concentraciones cerca de la superficie (Hense y Beckmann, 2006). Por último, se han 
descrito algunas cepas de cianobacterias capaces de producir toxinas, las cuales causan 
efectos adversos en los organismos (Kaebernick y Neilan, 2001; Quesada y col, 2006). 
Este fenómeno ha sido más estudiado en embalses (Dyble y col, 2002; Padilla y col, 
2006; Carrasco y col. 2007; Ledreux y col., 2010) pero se  ha encontrado también entre 
especies bénticas de ríos (Aboal y col., 2002; 2005; Aboal y Puig, 2009).       
  
I.1. Organización celular. 
La estructura celular de las cianobacterias es común a todas ellas aunque exista 
una gran diversidad morfológica entre los diferentes grupos. Las células vegetativas 
pueden sufrir un proceso de diferenciación celular dando lugar a células especializadas 
como son los heterocistos y acinetos. 
 
I.1.1. Célula vegetativa 
Las células vegetativas constituyen el tipo celular básico de todas las 









Figura 1. Esquema de la sección de una célula vegetativa de cianobacteria. Abreviaturas: A.- 
Detalle del tilacoide mostrando las membranas tilacoidales; B.- Detalle de la envoltura celular 
mostrando la membrana extrema, la capa de peptidoglicano y la membrana citoplasmática; C.- 
carboxisoma; CPG.- granulo de cianoficina; T.- tilacoide; P.- gránulo de polifosfato; N.- región 
nucleoplásmica; G.- gránulos de glucógen; PB.- ficobilisoma; GV.- vesícula de gas. (tomada de 






Presentan una membrana plasmática rica en sistemas enzimáticos, rodeada a su 
vez por una pared celular del tipo Gram-negativa interrumpida por pequeños poros 
(Castenholz, 1989a). La capa más interna de la pared celular está formada por 
peptidoglicano el cual le confiere sensibilidad a las cianobacterias frente a lisozima y 
penicilina (Frank y col., 1962). En numerosos tipos de cianobacterias, las células 
vegetativas poseen una envuelta exterior a la membrana externa denominada vaina 
mucilaginosa o cápsula, constituida por polisacáridos producidos dentro de las células y 
excretados por ellas, que suponen principalmente una ventaja adaptativa contra la 
desecación (Walsby, 1974) y contribuyen a la formación de agregados (Drews y 
Weckesser, 1982).  
El genoma de las cianobacterias está formado por ADN  bicatenario y circular 
(Makino y Tsuzaki, 1971) no unido a histonas situado en el centro del citoplasma. En 
algunas estirpes se conoce la presencia de intrones dentro del genoma bacteriano (Xu y 
col., 1990) así como de plásmidos (Thiel, 1994). También se encuentran dispersos por 
el citoplasma los ribosomas de tipo bacteriano (70S) (Rodríguez-López y Vázquez, 
1968) y una serie de gránulos, que generalmente contienen sustancias de reserva, cuya 
abundancia depende de las condiciones en que se encuentren las especies. Estos 
gránulos pueden ser polifosfatos (reserva de fósforo) (Healey, 1982), de cianoficina 
(reserva de compuestos nitrogenados) (Simon, 1987), de glucógeno y de poli-β-
hidroxibutirato (reserva de carbono) (Shively, 1988; Castenholz, 2001). También 
podemos encontrar otras estructuras denominadas carboxisomas o cuerpos poliédricos, 
que acumulan ribulosa 1,5 bisfosfato carboxilasa (Smith, 1982; Orús y col., 1995) y 
vacuolas de gas, que son importantes pues permiten el desplazamiento en la columna de 
agua de  las cianobacterias (Walsby, 1975; Hayes, 1988). Los elementos 
citoplasmáticos más conspicuos son los tilacoides, situados en la periferia del 
citoplasma de forma paralela, los cuales contienen los pigmentos fotosintéticos y las 
cadenas de transporte de electrones fotosintética y respiratoria (Gantt, 1994). El aparato 
fotosintético de las cianobacterias emplea el agua como donador de electrones para la 
obtención de poder reductor. Esta compuesto por dos fotosistemas (PSI y PSII) y por 
una cadena de transporte electrónico similar a la de organismos eucariotas (Stewart, 
1980; Schmetterer, 1994). Los pigmentos fotosintéticos que poseen las cianobacterias 
son: clorofila a, componente del fotosistema I y principal colector de energía; 
carotenoides, con función protectora contra la oxidación de los pigmentos (Stanier y 





Bazire y Bryant, 1982). Las ficobiliproteínas pueden ser ficocianina y aloficocianina 
presentes en todas las cianobacterias, así como ficoeritrina y ficoeritrocianina con 
menor frecuencia. Son muy eficientes en la captación de energía, formando parte del 
sistema antena en unos complejos multimoleculares denominados ficobilisomas, 
cediéndola mayoritariamente al fotosistema II (Sidler, 1994). Además, son la porción 
nitrogenada de la célula con mayor capacidad de movilización, variando su proporción 
en función de la fuente de nitrógeno que exista en el medio (Allen y Smith, 1969). 
 
I.1.2. Células especializadas 
Además de las células vegetativas descritas anteriormente, algunas 
cianobacterias son capaces de diferenciar diferentes tipos de células especializadas con 
diferencias tanto a nivel morfológico como en la organización estructural y fisiológica. 
Esto les permite adaptarse a los distintos hábitats en los que se pueden encontrar.  
Los heterocistos son células especializadas en la fijación de nitrógeno 
atmosférico en condiciones aerobias, gracias a la presencia de la enzima nitrogenasa en 
su interior (Wolk y col., 1994). La diferenciación de una célula vegetativa en heterocisto 
es irreversible y se produce bajo condiciones de ausencia de nitrógeno combinado 
(Whitton, 1992).  Poseen una envoltura muy gruesa para impedir la difusión del O2 que 
inhibe a la enzima (Cardemil y Wolk, 1981), así como unos gránulos polares en el sitio 
de unión con las células vegetativas con un alto contenido en cianoficina. La forma, 
número y colocación de este tipo de células en el tricoma, es un carácter taxonómico 
empleado en el sistema de clasificación tradicional (Komárek y Anagnostidis, 1989). 
Los acinetos son formas esporuladas que se diferencian a partir de células 
vegetativas cuando las condiciones ambientales no son las adecuadas. Son formas 
celulares de resistencia que generalmente se inducen en condiciones limitantes de 
fósforo, luz o por la presencia de carbohidratos como fuente de energía (Nichols y 
Adams, 1982). Cuando las condiciones vuelven a ser favorables, tienen la capacidad de 
germinación para producir nuevos filamentos (Rother y Fay, 1977).  
Otra forma de especialización celular la componen los hormogonios. Son 
producidos por muchas cianobacterias filamentosas a partir de la muerte de una o más 
células intercalares denominadas necridios (Economou-Amilli y col., 1984), o bien por 
la separación entre dos células contiguas, pero en ambos casos la formación de los 
hormogonios depende de las condiciones del medio (Wood y col., 1986). La función 





(Whitton, 1992) y además pueden adherirse a superficies sólidas (Herdman, 1982). Los 




  Los elementos químicos fundamentales implicados en el metabolismo de las 
cianobacterias son el carbono, el nitrógeno y el fósforo. En cuanto a la fuente de 
carbono, se pueden presentar tres tipos de metabolismo: fotoautotrofismo, cuando 
utilizan carbono inorgánico en la fotosíntesis oxigénica; fotoheterotrofismo, cuando la 
fotosíntesis sólo proporciona energía en forma de ATP y necesitan compuestos 
orgánicos como fuente de carbono y quimioheterotrofismo, cuando son capaces de 
crecer en oscuridad, utilizando una compuesto orgánico como fuente de carbono y de 
energía (Smith, 1982). Algunas cianobacterias pueden usar alternativamente H2O y H2S 
como fuentes de poder reductor y pueden así crecer fotosintéticamente en medios 
aerobios y anaerobios (Tandeau de Marsac y Houmard, 1993). 
  Mediante el ciclo reductivo de las pentosas fosfato, las cianobacterias acumulan 
glucógeno en presencia de luz, constituyendo la principal reserva de carbono de estos 
organismos. Posteriormente el glucógeno puede ser utilizado en oscuridad mediante la 
respiración como fuente principal de energía, en el ciclo oxidativo de las pentosas 
fosfato (Pelroy y Bassham, 1972). De este modo, el ciclo de las pentosas supone un 
mecanismo de concentración de CO2 en el que interviene la enzima Rubisco (Badger y 
Price, 1990), que mejora la eficiencia de la fotosíntesis en la fijación de carbono 
inorgánico (Miller y col., 1990). 
  En cuanto al nitrógeno, las cianobacterias son capaces de utilizar varias formas 




, N2), aunque prefieren tomar la forma 
catiónica (Guerrero y Lara, 1987). Independientemente de su origen, el nitrógeno es 
incorporado a la materia orgánica en forma de NH4
+
 (Stewart, 1980; Flores y Herrero, 
1994). Algunas de ellas tienen la capacidad de reducir biológicamente el N2 
atmosférico, mediante la actuación de la enzima nitrogenasa localizada generalmente en 
los heterocistos, aunque algunas cianobacterias no tienen heterocistos y pueden fijarlo 
también, alternando este proceso con los fotosintéticos (Mitsui y col., 1986).  
  Respecto al fósforo, las cianobacterias lo toman en forma de ortofosfatos, 
mediante uno o varios sistemas de transporte activo o bien pasivo, cuando existen 





metabólicas (Healey, 1982). También tienen la capacidad de utilizar fosfatos orgánicos, 
gracias a la presencia de enzimas fosfatasas (Grossman y col., 1994; Whitton y col., 
2005). 
 
I.3. Ecología. Distribución de las cianobacterias. 
Debido a su gran variedad morfológica, estructural y fisiológica, las 
cianobacterias pueden estar distribuidas en todo tipo de hábitats. Muchas especies son 
cosmopolitas y están distribuidas por todo el mundo (Willmotte, 1994; Whitton y Potts, 
2000). Son capaces, por tanto, de tolerar  distintos tipos de ambientes y adaptarse a 
cambios de luz, salinidad, temperatura, humedad, disponibilidad de oxígeno, radiación, 
disponibilidad de nutrientes, etc. Forman parte importante de ecosistemas terrestres, 
acuáticos de agua dulce y salada, donde se encuentran poblaciones planctónicas, 
bentónicas, intertidiales, etc. (Fay, 1983).  En el medio marino, la presencia de 
cianobacterias supone la principal contribución de la producción primaria, afectando de 
manera notable a los ciclos de nutrientes y a la estructura de la comunidad acuática en 
los océanos (Paerl, 2000). Las distintas estrategias de adaptación de estos organismos, 
tanto morfológicas como fisiológicas, les permite optimizar sus capacidades (fijación de 
nitrógeno, fotosíntesis y captación de nutrientes) y dominar así en océanos oligotróficos 
del mundo. Mientras que las cianobacterias planctónicas marinas son poco abundantes, 
existen densas poblaciones bénticas en los fondos marinos las cuales pueden constituir 
tapetes microbianos o asociaciones junto con otros organismos, como también, 
formaciones sobre rocas y sedimentos especialmente en la zona intertidal (Whitton, y 
Potts, 1982). Sin embargo, es en los ecosistemas dulceacuícolas (lagos, ríos, arroyos, 
etc.) donde se encuentra una gran diversidad de cianobacterias. Aquellas cianobacterias 
picoplanctónicas están ampliamente distribuidas en lagos y embalses, llegando incluso a 
generar afloramientos masivos de las mismas en la superficie, bajo ciertas condiciones 
nutricionales y ambientales (Dasey y col, 2005; Carrasco y col, 2006). A pesar de 
mostrar un crecimiento favorable bajo condiciones que se podrían considerar extremas, 
presentan algunas limitaciones en lo que se refiere al pH del medio. Así,  no son capaces 
de crecer en condiciones de pH inferiores a 4 (Whitton, 1992), mientras que las 
cianobacterias tienen preferencia por las aguas neutras o alcalinas. Gran parte de las 
cianobacterias filamentosas suelen formar parte del bentos (Perona y col., 1998; Aboal y 





tricomas permitiéndoles adherirse a distintas superficies, lo que les permite adaptarse a 
ambientes muy heterogéneos (Margalef, 1983). 
Las cianobacterias también colonizan  numerosos ecosistemas terrestres, siempre 
que exista algún recurso de agua aunque sea de forma intermitente (Hoffman, 1988a) o 
incluso en ambientes tan extremos como los desiertos. En este caso, gracias a las 
distintas adaptaciones desarrolladas frente a la desecación como la formación de vainas 
frente a la salinidad y la acumulación de compuestos osmoprotectores (Reed y col, 
1986) les permite aguantar largos períodos de sequía (Friedman, 1980).  Además, estos 
organismos juegan un papel primordial en el mantenimiento de la estabilidad de la 
superficie del suelo en zonas semidesérticas mediante el desarrollo de estructuras 
biológicas del suelo o “biological soil crust” (García-Pichel y col., 2003) compuestas 
junto con otros microorganismos (algas verdes, musgos, líquenes, hongos, etc.), 
favoreciendo además la fertilidad de suelos destinados al cultivo en regiones áridas.  
Otras adaptaciones similares se producen cuando existen altos niveles de 
radiación ultravioleta (B y C) o altas temperaturas típicos de ambientes extremos. Así 
por ejemplo, la presencia de pigmentos en las vainas de cianobacterias filamentosas de 
ambientes naturales, como es el caso de la escitonemina, les permite protegerse de una 
elevada irradiación solar (García-Pichel y Castenholz, 1991; Soule y col., 2009). En 
conjunto, les permite dominar hábitats tan  inhóspitos como son los cráteres volcánicos, 
fuentes termales (McGregor y Rasmussen, 2008), lagos alpinos o polares (Quesada y 
Vincent, 1997; Fernández-Valiente, y col., 2007) y ambientes hipersalinos (López-
Cortés y col., 2001; Banerjee y col., 2009).  
Se han descrito algunas especies de cianobacterias endolíticas o euendolíticas 
capaces de excavar (proceso de “boring”) activamente sustratos carbonatados (Golubic 
y col., 1981) de distinta naturaleza, ya sea de vetas de un sustrato rocoso carbonatado 
(Pentecost y Whitton, 2000), invertebrados con concha (Kaehler, 1999) o sustratos 
coralinos (Le Campion-Alsumard y col., 1995). Dicho proceso constituye el mayor 
impacto erosivo el cual contribuye tanto a la morfogénesis costera y terrestre de piedra 
caliza (Trudgill, 1987; Shachak y col., 1987) como a la destrucción de los arrecifes de 
coral (Aline, 2008). Tanto los estudios previos de identificación y distribución de estas 
cianobacterias (Campbell, 1983; Golubic y col, 1984) como los estudios polifásicos 
posteriores (Chacón y col., 2006; Garcia-Pichel, 2006) han ayudado a esclarecer en la 





toma y el transporte de Ca
2+
 mediante una P-ATPasa a través del tricoma (Garcia-Pichel 
y col., 2010). 
Finalmente, estos organismos presentan distintas estrategias para competir en 
ambientes donde existe una disminución de nutrientes en el medio, como son el 
nitrógeno y el fósforo (Whitton, 1992). Como se ha comentado anteriormente, en los 
casos donde el nitrógeno es limitado, algunas cianobacterias pueden fijar nitrógeno 
atmosférico mediante células especializadas (heterocistos) permitiéndoles sobrevivir 
donde otros organismos están limitados. En ambientes carentes de fósforo, pueden ser 
empleadas las reservas de fósforo almacenadas en los gránulos de polifosfato. Se ha 
observado que la capacidad  de acumulación y utilización de polifosfato puede ofrecer a 
ciertas cianobacterias cierta ventaja a la hora de sobrevivir en ambientes pobres en 
nutrientes  y con aportes de P discontinuos (Mateo y col., 2006). Además, las 
cianobacterias pueden presentar enzimas fosfatasas unidas a la superficie externa de la 
membrana celular, lo que les permite obtener el fósforo inorgánico de fácil asimilación 
a partir de compuestos orgánicos (Healey 1982; Whitton y col., 2005). Una de las 
estrategias que se pueden observar en su morfología es la formación de pelos 
multicelulares, los cuales permiten aumentar el área de distribución de dichas enzimas 
haciendo más eficiente la toma de este nutriente.  
 
II.  DIVERSIDAD MORFOLÓGICA. TAXONOMÍA 
 
Las cianobacterias son un grupo de procariotas desde el punto de vista 
morfológico muy diverso. Por mucho tiempo, fue considerada por los botánicos (y es 
considerada todavía por algunos) como una de las principales divisiones de las algas, 
incluída en la división Cyanophyta o algas verde-azuladas (Compère, 2005). Este 
sistema tradicional de clasificación, representa un gran volumen de trabajo que se ha ido 
acumulado a lo largo de los años, desde la introducción del sistema de nomenclatura 
binomial por Linnaeus en 1750. Con los trabajos de Bornet y Flahault (1886-1988) y 
Gomont (1892) se escribieron los primeros manuales exhaustivos para la determinación 
de especies filamentosas cianobacterianas. En los años treinta, Geitler (1932) llevó a 
cabo una revisión taxonómica exhaustiva, actualizada y empleada ampliamente. 
Posteriormente, aparecieron los trabajos de Elenkin (1936-1949), Desikachary (1959), 
Starmach (1966) y Bourrelly (1970a, b) entre otros. En la actualidad, se han realizado 
diferentes revisiones por Anagnostidis y Komárek (1990) y Komárek y Anagnostidis 





de las referencias históricas, se han incluido nuevas especies e introducido cambios 
importantes en la nomenclatura de algunos géneros, especialmente en las formas 
filamentosas sin heterocistos como Oscillatoria. Además proporciona una información 
valiosa sobre la distribución y ecología de las cianobacterias. 
Según la tradición botánica, las cianobacterias se han distinguido en base a sus 
propiedades morfológicas, que incluyen principalmente la formación de la colonia, la 
morfología celular y envolturas extracelulares, pigmentación, reproducción y en menor 
medida, en base a sus propiedades fisiológicas y bioquímicas. Este sistema de 
clasificación, gobernado por el Código Internacional de Nomenclatura Botánica 
(Greuter y col., 2000), requiere como referencia taxonómica muestras fijadas y 
preservadas, como muestras de herbarios (Palinska y col., 2006). Se han publicado y 
aceptado alrededor de 2000 especies de cianobacterias bajo este código. Todas ellas, 
quedan englobadas en los 4 órdenes siguientes (Tabla 1): 
 
     *Orden Chroococcales: Incluye a todas las unicelulares y se agrupan en función de 
los tipos de células, las envueltas y el tipo de reproducción (Komárek y Anagnostidis, 
1999). 
     *Orden Oscillatoriales: Incluye aquellas con organización en filamentos, 
generalmente se reproducen por fragmentación del tricoma formando hormogonios y  
carecen de heterocistos y acinetos. Algunas pueden presentar una vaina recubriendo los 
tricomas (Komárek y Anagnostidis, 2005).     
     *Orden Nostocales: Agrupa aquellas filamentosas provistas de heterocistos y 
acinetos. Así como células de dispersión como los hormogonios. Se agrupan en función 
de la morfología de las colonias, los filamentos, así  como por la diferenciación y 
posición de los heterocistos y la diferenciación de acinetos (Komárek y Anagnostidis, 
1989). 
     *Orden Stigonematales: Formada por filamentosas con un talo morfológicamente 
complicado. Su diferenciación se realiza principalmente en función de la estructura de 
los filamentos, tipo de ramificación, posición de los heterocistos y procesos 











Tabla 1. Esquema de la taxonomía botánica de la nueva aproximación de las cianofitas, según la 
nomenclatura botánica Komàrek y Anagnostidis (1989, 1999, 2005) y Anagnostidis y Komàrek 
(1990). 
 
ORDEN FAMILIA ALGUNOS GÉNEROS 
CHROOCOCCALES 




Mycrocystaceae Eucapsis  
Chroococcaceae Chroococcus  
Entophysalidaceae Siphononema Entophysalis 
Hydrococcaceae Hydrococcus  
Chamaesiphonaceae Chamaesiphon Chamaecalyx 




Hyellaceae Hyella Pleurocapsa 
OSCILLATORIALES 





























Chlorogloeopsaceae Chlorogloeopsis  
Capsosiraceae Capsoria Desmosiphon 
Stigonemataceae Pulvinularia Stigonema 
Fischerellaceae Fischerella Doliocatella 
Bourzinemataceae Borzinema Seguenzaea 
Loriellaceae Geitleria Loriella 
Nostochopsaceae Nostochopsis Mastigocoleus 





En la década de los setenta con el reconocimiento de las características 
bacterianas de este grupo, surgió un nuevo sistema de clasificación, basado en los 
criterios establecidos por el Código Internacional Bacteriológico de Nomenclatura 
(Lapage y col., 1992). Las primeras aproximaciones fueron realizadas por Stainer y 
Cohen-Bazire (1977), seguidos por Waterbury y Stainer (1977) y Rippka y col. (1979) 
entre otros, siendo estos últimos, los que diseñaron las primeras claves para determinar 
cianobacterias en cultivo. 
A diferencia del sistema tradicional, el sistema bacteriológico esta basado en 
algunas características morfológicas, fisiológicas, citológicas y bioquímicas de cultivos 
axénicos de especies aisladas, como la composición de pigmentos, análisis de ácidos 
grasos, crecimiento heterotrófico, actividad nitrogenásica, composición nucleotídica del 
ADN y longitud del genoma (Wilmotte, 1994). Además requiere como referencia 
taxonómica básica muestra viva, que sea cultivada en una de las colecciones de 
cianobacterias oficiales existentes en el mundo. A partir de las diferencias en la 
organización celular y en el modo de reproducción, las cianobacterias se agruparon en 5 
secciones (Rippka y col., 1979; Tabla 2). 
*Sección I: Formada por cianobacterias unicelulares que se dividen por fisión 
binaria o gemación. Las células pueden ser esféricas, cilíndricas u ovales y, pueden 
encontrarse aisladas o formando agregados (ejemplo: Synechococcus). 
*Sección II: Formada por cianobacterias unicelulares que se dividen por fisión 
múltiple, dando lugar a células reproductivas esféricas de menor tamaño, denominadas 
baeocitos (ejemplo: Chamaesiphon). 
*Sección III: Incluye a las cianobacterias filamentosas sin heterocistos que se 
dividen en un solo plano. La reproducción se realiza por fragmentación de los 
filamentos y. a veces por la formación de hormogonios o mediante la germinación de 
acinetos (ejemplo: Phormidium). 
*Sección IV: Agrupa a las cianobacterias filamentosas provistas de heterocistos que 
se dividen en un solo plano. La reproducción se realiza por fragmentación del tricoma, 
formación de hormogonios o germinación de acinetos (ejemplo: Nostoc). 
 
*Sección V: Agrupa a las cianobacterias filamentosas provistas de heterocistos, con 
división de células en más de un plano, dando lugar a filamentos ramificados. La 
reproducción se lleva a cabo igual que en las cianobacterias de las dos secciones 





Tabla 2. Resumen de la taxonomía de las cianobacterias según el Código Bacteriológico de 
Nomenclatura (Rippka y col., 1979). 
 














división por gemación Chamaesiphon  
SECCIÓN II    
 
Unicelulares con reproducción 
por fisión múltiple 
 







división por fisión 





SECCIÓN III    
 
Filamentos sin heterocistos y 
división en un solo plano 
tricoma helicoidal  Spirulina 
 
tricomas rectos Oscillatoria 
Grupo LPP A 
Pseudanabaena 
Grupo LPP B 
SECCIÓN IV    
 
Filamentos con heterocistos 
y división en un plano 
 









SECCIÓN V    
Filamentos con heterocistos, 
división en más de un plano 
 Chlorogloeopsis Fischerella 
 
 
Posteriormente, Castenholz y Waterbury en la primera edición del Bergey’s 
Manual of Systematic Bacteriology (Boone y Castenholz, 1989), realizaron una rigurosa 
revisión de algunos de los géneros más importantes, basándose en las características 
morfológicas (célula, tricoma y colonia), ultraestructurales, fisiológicas y ecológicas, así 
como en la análisis del porcentaje de G+C del genoma e hibridación ADN-ADN. 
Mediante esta aproximación, fueron reconocidos cinco órdenes bastantes similares a los 
reconocidos por el sistema tradicional. Además, se comprobó que numerosos 
organismos que en el pasado fueron considerados estrechamente relacionados desde el 
punto de vista filogenético, ahora no lo son. 
En la actualidad, los esquemas publicados por Rippka y col. (1979) y en el 
Bergey’s Manual (Boone y Castenholz, 1989) se han revisado en la nueva versión de 
este manual (Boone y Castenholz, 2001), utilizando para ello las interpretaciones 





16S (ARNr 16S). En esta última edición, se incluye información recopilada tanto de 
fuentes bacteriológicas como fisiológicas, que han permitido distinguir 5 subsecciones 
(I-V), equivalentes a los órdenes establecidos en la literatura botánica. Este sistema de 
clasificación se muestra resumido en la tabla siguiente: 
 
Tabla 3. Clasificación de cianobacterias según Bergey’s Manual of Systematic Bacteriology (Boone 
y Castenholz, 2001). Los nombres en paréntesis se corresponden con los nombres de los taxones 
según el sistema botánico. 
 
















Chamaesiphon, Chroococcus, Cyanobacterium, 
Cyanobium, Cyanothece, Dactylocopsis, 
Gloeobacter, Gloecapsa, Gloeothece, Microcystis, 




I Cyanocystis, Dermocarpella, Stanieria, Xenococcus 




Arthrospira, Borzia, Crinalium, Geitlerinema, 
Halospirulina, Leptolyngbya, Limnothrix, Lyngbya, 
Microcoleus, Oscillatoria, Planktothrix, 
Prochlorothrix, Pseudanabaena, Spirulina, Starria, 




Anabaena, Anabaenopsis, Aphanizomenon, 
Cyanospira, Cylindrospermopsis, 
Cylindrospermum, Nodularia, Nostoc, Scytonema 
II 





Chlorogloeopsis, Fischerella, Geitleria, 
Iyengariella, Nostochopsis, Mastigocladopsis, 
Westiella, Stigonema, Doliocatella 
 
El término “polifásico” empleado en el campo de la taxonomía fue introducido 
como respuesta al intento de integración de la información genotípica, fenotípica y 
filogenética (Vandamme y col., 1996; Anagnostidis y Komárek, 1985; Castenholz, 
2001; Komárek, 2003). Con el paso del tiempo, ha resultado ser una herramienta valiosa 
para los bacteriólogos y particularmente para los cianobacteriólogos, en los estudios de 
diversidad cianobacteriana en diferentes ecosistemas (Casamatta y col., 2005; Willame 
y col., 2006; Brown y col., 2010; Heath y col., 2010). 
La aplicación de técnicas moleculares como secuenciación génica, 
ultraestructura (disposición de los tilacoides en el interior celular; Komárek y 
Čáslavská, 1991; Komárek y Kaštovský, 2003) y caracterización ecofisiológica 
(vesículas de gas, adaptaciones a condiciones específicas, pelos en los organismos 





e importantes datos taxonómicos en las últimas décadas. La gran disponibilidad de 
información ha hecho surgir la necesidad de adaptar el sistema de clasificación 
cianobacteriano actual, incorporando todos los datos disponibles hasta el momento. En 
este sentido, Hoffmann y col. (2005) han propuesto un nuevo sistema de clasificación 
para los organismos cianoprocarióticos, que intenta reflejar mejor las relaciones 
evolutivas de estos organismos, aunque actualmente no ha sido aceptado. Sin embargo, 
es evidente que ciertos órdenes y familias continúan siendo problemáticos y requieren 
más revisiones, por eso la clasificación debe ser cambiada, corregida y re-evaluada 
continuamente. 
 
II.1. UOrden Oscillatoriales. Subsección III.  
Dado que uno de los capítulos que componen este trabajo tiene como objetivo el 
estudio de diversidad de especies del género Phormidium y Oscillatoria, se he dedicado 
este apartado a introducir sus particularidades taxonómicas, morfológicas y ecológicas. 
Los miembros del orden Oscillatoriales se caracterizan por ser cianobacterias 
filamentosas sin heterocistos y acinetos, cuyas células sufren división en un solo plano 
(Castenholz y col., 2001). Tradicionalmente, se han distinguido del resto de 
cianobacterias en base a la presencia o ausencia de vaina, apariencia del filamento, 
falsas ramificaciones y por el contenido de pigmentos celulares. A nivel de especie, los 
principales criterios taxonómicos empleados son el tamaño de la célula, las 
constricciones de los tabiques transversales, inclusiones celulares (granulación) y la 
forma de la célula (especialmente el de las células terminales de los tricomas) (Komárek 
y Anagnostidis, 2005). 
La mayoría de las cianobacterias de este grupo presentan tricomas no atenuados, 
es decir, con ambos lados paralelos, aunque algunas veces, se estrechan hacia los 
extremos. La célula terminal puede diferir en la forma con respecto a las células 
adyacentes, pudiendo haber una modificación adicional en el exterior de la célula 
terminal, a modo de caperuza, membrana espesa o caliptra (Castenholz y col., 2001; 
Whitton, 2002). En algunos casos, los tricomas terminan en un pelo multicelular, como 
en la mayoría de las especies de Homoeothrix (Whitton, 2002). Pueden formar 
hormogonios estructuralmente similares a los tricomas vegetativos y, algunos miembros 
producen falsas ramificaciones (Rippka y col., 1979; Anagnostidis y Komárek, 1988). 





algunas condiciones. Muchas formas planctónicas contienen vacuolas de gas, que 
pueden aparecer a lo largo del tricoma o localizarse cerca de los tabiques de separación. 
Las cianobacterias del orden Oscillatoriales aparecen en una gran diversidad de 
hábitats, desde sistemas acuáticos hasta terrestres; pudiendo ser especies planctónicas o 
bentónicas y, formar parte del perifiton, de costras biológicas terrestres o tapetes 
microbianos. En diversos estudios realizados se han mostrado que los tapetes 
microbianos de lagos y charcas de la Antártida y del Ártico, generalmente están 
dominados por cianobacterias pertenecientes a este orden (Vincent, 2000; Casamatta y 
col., 2005; Taton y col., 2006b; Velázquez y col., 2011). 
 
II.1.1. Clasificación taxonómica. 
El Manual de Maurice Gomont, Monographie des Oscillatoriées (Gomont, 
1892), fue el primer manual exhaustivo para la clasificación taxonómica de las 
Oscillatoriales. Posteriormente, Geitler (1932) realizó distinciones genéricas en este 
grupo, basadas principalmente en las propiedades de la vaina y la formación de la 
colonia. La separación de varios de estos géneros ha preocupado a los taxonomistas 
durante bastante tiempo (Elenkin, 1936-1949; Desikachary, 1959; Starmach, 1966), 
debido a que los caracteres empleados para distinguirlos, normalmente están 
influenciados por las condiciones ambientales. Ante este hecho, algunos taxonomistas 
optaron por la reducción drástica del número de géneros y especies (Drouet, 1968, 
1981; Bourrelly 1970a, 1970b, 1985) o bien por la búsqueda de otros criterios que 
permitieran su clasificación (Anagnostidis y Komárek, 1988). 
La inclusión de las cianobacterias dentro del código bacteriológico, Rippka y 
col., (1979) introdujeron un nuevo sistema de asignación de géneros. Así, dentro de las 
Oscillatoriales (ver tabla 2), se distinguieron los géneros tradicionales Spirulina, 
Oscillatoria y Pseudanabaena, además del grupo LPP (para los géneros Lyngbya, 
Phormidium y Plectonema), que a su vez se subdividió en LPP-A y LPP-B. El subgrupo 
LPP-A comprendía aquellas LPPs con tricomas de más de 3 µm de ancho y con células 
discoidales, mientras que el subgrupo LPP-B, incluiría tricomas de menos de 3 µm y 
con células cilíndricas o isodiamétricas.  Las dos ediciones del Bergey’s Manual (Boone 
y Waterbury, 1989; 2001) presentaron ligeras modificaciones con la incorporación de 
algunas descripciones genéricas derivadas de los estudios de muestras naturales. La 
diferencia principal entre dichas ediciones, fue el reconocimiento en la última versión 





1989 y Microcoleus Desmazières 1823 para algunos miembros previamente asignados 
al grupo LPP-B (Rippka y col., 1979). 
En los últimos años, Anagnostidis y Komárek (1988) y Komárek y Anagnostidis 
(2005) han realizado una revisión importante del orden Oscillatoriales, con la 
introducción de nuevos criterios taxonómicos, como proporciones celulares y patrones 
de división, existencia de aerotopos, movilidad y manera de distribución de los 
tricomas. El resultado fue la transferencia de un gran número de especies, desde los 
cuatro géneros establecidos por Geitler (1932) a 18 nuevas entidades genéricas 
definidas, que se distribuyeron entre las familias Borziaceae, Pseudanabaenaceae, 
Schizotrichaceae, Phormidiaceae, Oscillatoriaceae y Gomontiellaceae (ver tabla 1). En 
particular, estos autores definieron el género Phormidium (Anagnostidis y Komárek, 
1988, 2005), como aquellas especies que presentan una disposición radial de los 
tilacoides en las secciones transversales de las células. Además, distinguieron el grupo 
Geitlerinema como subgénero de Phormidium y el género Leptolyngbya (grupo LPP-B, 
según Rippka y col., 1979) (Anagnostidis y Komárek, 1988). 
Otro género problemático es Microcoleus Desmazières 1823 el cual se 
caracteriza por tener filamentos sin heterocistos que forman agrupaciones delimitados 
por una vaina común gelatinosa (Geitler, 1932; Castenholz y col., 2001; Anagnostidis y 
Komárek, 1988, 2005). Igualmente, la morfología del tricoma puede corresponder con 
distintos géneros del orden Oscillatoriales, creando en ocasiones confusiones a la hora 
de identificar los individuos. A esto se suma la alteración que sufre la formación de las 
vainas o incluso la pérdida de las mismas, bajo condiciones de cultivo en laboratorio 
(García-Pichel y col., 1996). 
 
A pesar de las numerosas revisiones realizadas, se han agrupado algunos 
organismos muy similares dentro de géneros diferentes, así como, se han separado 
especies que probablemente estarían estrechamente relacionadas, siendo necesario 
revisiones drásticas en el futuro. 
 
III.  DIVERSIDAD GENÉTICA. TÉCNICAS MOLECULARES PARA EL      
ESTUDIO DE CIANOBCATERIAS 
 
Actualmente, los estudios genéticos del ADN juegan un papel esencial en la 
reconstrucción de las relaciones evolutivas de los organismos permitiendo, por una 





clasificaciones filogenéticas. Se ha incrementado considerablemente la aplicación de 
técnicas moleculares para amplificar algunas porciones del genoma con el objetivo de 
caracterizar y deducir las relaciones filogenéticas en cianobacterias, como estudios de 
biodiversidad. Así, el análisis genético molecular de ADN extraído de hábitats naturales 
se utiliza hoy en día de forma rutinaria, aplicándose gran cantidad de estrategias para 
evitar el cultivo selectivo.  
Para estudiar la variabilidad de las poblaciones y la diversidad genómica de las 
especies, se están utilizando una amplia variedad de métodos moleculares que han 
fijado principalmente como objetivo el empleo de genes funcionales, genes 
informativos filogenéticamente o genes que han demostrado ser marcadores útiles de la 
presencia de microorganismos en las muestras. De todos ellos destacan:  
- Hibridaciones ADN-ARN y ADN-ADN (Keswani y Whitman, 2001), análisis del 
porcentaje de G+C de los genomas y comparación del tamaño del genoma (Lachance, 
1981; Wilmotte, 1994b; Rippka, 1979). 
- La técnica de PCR (reacción en cadena de la polimerasa), que permite de una forma 
simple y rápida la amplificación de regiones específicas del ADN presente en diferentes 
muestras biológicas, para su posterior análisis y comparación de secuencias. Estas 
regiones sirven como marcadores moleculares específicos, para identificar especies y 
resolver las relaciones filogenéticas entre cianobacterias estrechamente relacionadas. El 
marcador taxonómico más conocido y utilizado es el gen ARNr 16S al estar presente en 
todos los organismos vivos (Barker y col., 2000a, b; Lyra y col, 2001; Margheri y col., 
2003; Willame y col., 2006). Aunque también se están empleando otros marcadores 
como: el espacio transcrito interno entre el ARNr 16S y 23S (ITS1) (Laamanen y col., 
2002; Taton y col., 2006b), ARNt (Leu) intron (Costa y col., 2002; Rudi y col., 2002) y 
regiones V6 a V8 del gen ARNr 16S (Rudi y col., 1997), espacio intergénico del operón 
de la ficocianina (cpcBA-IGS) (Robertson y col., 2001; Janson y Granéli, 2002; 
Berrendero y col., 2008), dinitrogenasa reductasa (nifH) (Dyble y col., 2002; Yannarell 
y col., 2006), D-ribulosa 1,5 bifosfato carboxilasa/oxigenasa subunidad L (rbcL) y 
proteína X similar a una chaperonina (rbcX) (Rudi y col., 1998; Gugger y col., 2002a; 
Tomitani y col., 2006), subunidad B de ARN polimerasa dependiente ADN (rpoB) 
(Wilson y col., 2000), proteasa tipo serina implicada en la diferenciación del heterocisto 
(hetR) (Schiefer y col., 2002) y el gen que codifica para la proteína A de las vacuolas de 





- Para estudiar estructuras complejas de comunidades microbianas y su dinámica se 
usan las denominadas técnicas de perfiles genéticos o de “fingerprinting”, que 
proporcionan un patrón o perfil de la diversidad de la comunidad, basándose en la 
separación física de especies únicas de ácidos nucleicos obtenidos mediante 
amplificación directa de los ácidos nucleicos del ambiente. Entre estas técnicas 
destacan: polimorfismo en cadena de hebra simple (SSCP) (Orita y col., 1989), análisis 
de restricción del ADN ribosomal amplificado (ARDRA) (Margheri y col., 2003), 
polimorfismo del tamaño de los fragmentos amplificados (AFLP) (Dvornyk y Nevo 
2003), ADN polimórfico amplificado al azar (RAPD-PCR) (Teaumroong y col., 2002; 
Casamatta y col., 2003), polimorfismo del tamaño de los fragmentos de restricción 
(RFLP) (Rasmussen y Svenning, 2001; Widmer y col., 2006) y electroforesis en geles 
desnaturalizantes por gradiente de temperatura o químico (TGGE y DGGE) (Muyzer, 
1999; Zeidner y Béja, 2004). Estas técnicas se pueden utilizar para la comparación de 
comunidades microbianas de ambientes diferentes o seguir el comportamiento de una 
comunidad en el tiempo (Borneman y col., 1997). A continuación se explicarán con más 
detalle los métodos utilizados en la presente memoria. 
 
            III.1. Subunidad del ARN ribosómico16S (ARNr 16S) 
 
Los genes que codifican para los ARN ribosómicos, distribuidos universalmente, 
presentan un elevado grado de conservación y pueden acumular variabilidades en mayor 
o menor medida en diferentes regiones de la molécula (Lane y col., 1985). El gen rrs, 
que codifica para la subunidad pequeña de ARN ribosomal (ADNr 16S) ha sido 
extensamente empleado en estudios filogenéticos bacterianos (Woese, 1987). Este gen 
junto con los genes rrl y rrf que codifican para los ARN ribosómicos 23S y 5S 
respectivamente, se encuentran organizados en un operon (Fig. 2), presente 
normalmente en múltiples copias en el genoma cianobacteriano (Iteman y col., 2000; 
Boyer y col., 2001). Se han descrito en algunos taxones la presencia de un único operon, 
dos operones en Synechocystis PCC6803 (Kaneko y col., 1996) y en Calothrix parietina 
(Boyer y col., 2001), 3 operones en Scytonema hyalinum (Boyer y col., 2001) y 4 en 
Nostoc PCC7120 (Ligon y col., 1991). Los múltiples operones que aparecen en estos 
organismos pueden ser copias idénticas (Scheldeman y col., 1999) o bien 
completamente diferentes en longitud y secuencia debido a las variaciones producidas 














Figura 2. Esquema de la organización génica del operon de los ARN ribosómicos. Se trata de un 
esquema completo no dibujado a escala. Las líneas negras indican las secuencias no codificantes; 
las regiones de lectura abierta (de los distintos ARNr y ARNt) se representan con forma de cajas. 
Abreviaturas: ARNr.- ácido ribonucleico ribosómico. ITS.- espacio interno transcrito, ARNt.- ácido 
ribonucleico de tranferencia (extraído de Sturion, 2004). 
 
Durante la última década, los investigadores han empleado una gran variedad de 
técnicas moleculares para responder cuestiones sobre relaciones filogenéticas (Antón y 
col., 1998; Ishida y col., 2001; Boyer y col., 2002; Janse y col., 2004a; Svenning y col., 
2005) y diversidad de poblaciones (Otsuka y col., 1999; Thacker y Paul, 2004). En estos 
estudios, el análisis del gen ARNr 16S ha jugado un papel muy importante, 
constituyendo uno de los marcadores taxonómicos más útiles para detectar la presencia 
de microorganismos, especialmente en muestras naturales. Varios investigadores 
(Giovannoni y col., 1988; Wilmotte y col., 1992; Nelissen y col., 1996; Turner, 1997) 
también han empleado el gen que codifica para el ARNr 16S para proporcionar una 
nueva percepción a las relaciones filogenéticos de los géneros cianobacterianos dentro 
los órdenes propuestos por Komárek y Anagnostidis (1989). 
 
            III.2. Técnicas de perfiles genéticos o “fingerprinting” 
 
A principios de los años noventa comienza la aplicación de los métodos 
moleculares en los estudios ecológicos, especialmente los basados en la amplificación 
por PCR de determinados genes, para conseguir un mejor conocimiento sobre las 
comunidades microbianas del ambiente, independientemente del cultivo de cepas 
aisladas. De este modo, se han conseguido identificar microorganismos que no pueden 
ser cultivados con las técnicas de cultivo empleadas hasta ahora. Se estima que sólo el 






La electroforesis en geles desnaturalizantes por gradiente térmico o TGGE, es 
una técnica molecular empleada para evaluar la diversidad genética de las comunidades 
microbianas (Eichner y col., 1999; Brümer y col., 2003; Rodríguez y col., 2007). Este 
método (ver figura 3) permite la separación de pequeños fragmentos (de un tamaño 
máximo de 500 bp) de la misma longitud pero de secuencia diferente, según su 
conformación (Nollau y Wagener, 1997), determinada principalmente por las 
estructuras secundarias y terciarias de la molécula, que pueden modificarse por 
influencias externas como temperatura, concentración de sales, pH, etc. De hecho, 
pueden ser separados fragmentos con la sustitución de una sola base mediante esta 
técnica (Myers y col., 1985). Generalmente, para evitar la completa desnaturalización 
de los fragmentos de doble cadena, se añade un fragmento rico en GC (de 23 a 50 
nucleótidos) en el extremo 5’ del fragmento de ADN amplificado (Myers y col., 1985; 
Sheffield y col., 1989; Lyautey y col., 2005). Variaciones en la secuencia nucleotídica 
dentro del dominio con estabilidad térmica menor, causa que las temperaturas de 
desnaturalización sean diferentes, y moléculas con diferente secuencia pararán su 




Figura 3. Esquema que muestra el comportamiento de una molécula de ADN durante una 
electroforesis en geles desnaturalizantes por gradiente térmico (extraído del Manual para TGGE 
Maxi System de Biometra). 
 
Los diferentes alelos de las muestras amplificadas por PCR mediante cebadores 
específicos y separados posteriormente por TGGE, dan lugar a un patrón de bandas 
característico de la comunidad estudiada (ver Fig. 4). Los números, posiciones e 
intensidades de las bandas obtenidas, pueden ser utilizados para determinar la 
diversidad de muestras naturales (Muyzer, 1999; Brümmer y col., 2003; Lyautey y col., 
2005), seguir el comportamiento de una comunidad en el tiempo y compararlos con los 





extracción de cada una de las bandas y su re-amplificación por PCR, permiten además 
secuenciar e identificar a cada uno de los miembros de la comunidad. Diversos estudios 
han revelado que las poblaciones bacterianas que forman un 1% o más de total se 









Figura 4. Diagrama del comportamiento de varias especies de ADN durante A: TGGE 
perpendicular B: TGGE paralela (extraído del Manual para TGGE Maxi System de Biometra). 
 
Actualmente se utiliza esta técnica  en estudios de diversidad de cianobacterias  
en distintos ambientes acuáticos (Dorador y col., 2008; Rajaniemi-Wacklin, 2008), así 
como, en ambientes más extremos, ya sea de tipo hipersalino (Nübel y col., 2000) o 
desértico (García-Pichel, 2001).  
 
IV.  LA CALIDAD DE LAS AGUAS FLUVIALES    
 
Los ríos han sido fuente de vida y cuna de la civilización, estando asociados a la 
actividad humana a lo largo de toda la historia. Debido a que las actividades humanas 
han estado tradicionalmente ligadas a los sistemas fluviales, los ríos se han ido 
convirtiendo en el medio receptor de los impactos negativos de dicha actividad. La 
calidad del agua de los ríos es importante intrínsecamente, pero lo es en mayor medida 
debido a los efectos que dicha calidad tiene sobre los sistemas que dependen e 
interaccionan con ellos, como las comunidades acuáticas o los ecosistemas de ribera.  
Las características físico químicas más importantes desde el punto de vista de la 
calidad de las aguas son: la conductividad, el oxígeno disuelto, el pH, el contenido en 






) y de 
fosfato y los metales pesados (Margalef, 1983; Catalán, 1990). Hay que tener en cuenta 
que el término “calidad del agua” es algo relativo puesto que cada tipo de río tiene unas 





calidad del agua es necesario tener como referencia la calidad natural de partida para 
poder definir procesos de contaminación. También es necesario entender que los 
criterios para valorar la calidad del agua van a variar en función del uso al que se va a 
destinar.  
Los ríos son ecosistemas que permiten la existencia de una gran variedad de 
organismos, debido principalmente a la gran variedad de microhabitats que pueden 
formar (Odum, 1972), estando la flora constituida principalmente por fitobentos, 
macrófitos y fitoplancton (siendo este último escaso en los ecosistemas fluviales con 
cierta velocidad de corriente) (Margalef, 1983). 
El fitobentos, junto al resto de los componentes fotosintéticos de los 
ecosistemas, juega un papel fundamental en los ecosistemas acuáticos (Lowe, 1979). 
Están constituidos principalmente por bacilariofitas (diatomeas), clorófitas (algas 
verdes) y cianobacterias. Los hongos, musgos y hepáticas son muy importantes en ríos 
pequeños (Haslam, 1978). 
Las zonas altas de los ríos se caracterizan por poseer fuertes pendientes y aguas 
en régimen turbulento, presentan además temperaturas frías y sus aguas suelen ser 
bastante oligotróficas. Los sustratos por los que circula el agua son generalmente 
piedras gruesas. Las zonas más bajas sin embargo, están caracterizadas por un flujo de 
agua más lento, pendientes suaves, aguas por lo general más turbias, debido a la gran 
cantidad de partículas en suspensión que han adquirido a lo largo de los tramos 
recorridos, llevando por tanto una mayor carga de todo tipo de constituyentes químicos. 
Los sustratos suelen ser más finos pues se produce la sedimentación de las partículas en 
suspensión.  
Algunos de los efectos de la contaminación en los ríos son: acidificación, 
aumento de la turbidez, disminución oxígeno disuelto, aparición de emulsiones, 
cambios de color, olores (productos volátiles malolientes como ácido sulfhídrico, 
aminas, ácidos orgánicos, fosfatina y mercaptanos), eutrofización y disminución de la 
diversidad (Prat, 1991). 
El incremento poblacional, la proliferación de la segunda residencia, el 
incremento de la actividad industrial y la mayor oferta de servicios, generan una mayor 
demanda de agua, bien escaso, además de causar un deterioro cualitativo. Esto provoca 
que en la actualidad la mayoría de las aguas corrientes se encuentren en un estado 
deficiente de calidad debido a la mala gestión y utilización del recurso, siendo el vertido 





Existe una amplia normativa en materia de calidad del agua de los ríos (Ley de 
aguas y reglamentos de desarrollo, Planes de Confederaciones Hidrográficas, etc.), y los 
estudios de calidad de las aguas fluviales son cada vez más necesarios. La Directiva 
2000/60/CE (Comisión Europea, 2000) incidió en la necesidad de que los estudios de 
calidad del agua no se quedara exclusivamente en el concepto de calidad físico-química, 
sino que deben introducir con obligatoriedad estudios de calidad biológica, apoyando 
los estudios de bioindicadores.  
 
V.  LA BIOMONITORIZACIÓN 
 
La biomonitorización es el “uso de organismos in situ para analizar la calidad de 
un ecosistema determinado” (Lovett y col., 1994). La finalidad de la biomonitorización 
es establecer relaciones entre las respuestas de los organismos que habitan en el 
ecosistema estudiado y la concentración en la que se encuentran los contaminantes que 
le afectan. Actualmente se utilizan en todo tipo de sistemas. 
Existen una gran variedad de métodos de biomonitorización de la calidad del 
agua en ríos en los que se usan algas, briofitos, plantas superiores, macroinvertebrados y 
peces (Whitton y Kelly, 1995; Schneider y Melzer, 2003; Schmutz y col., 2007; Borja y 
col., 2009). Entre las algas, las diatomeas bénticas están siendo muy utilizadas como 
bioindicadores en muchos países europeos (Whitton, 1991a; Whitton y Rott, 1996; 
Prygiel y col, 1999; Kelly y col., 2008). También se han desarrollado métodos basados 
en organismos saprobios (Kolkwitz y Marsson, 1908; Fjerdingstad, 1964; Sládececk, 
1973; Rott y col., 1997),  ampliamente utilizados para el análisis de la calidad del agua, 
los cuales, permiten con cierta precisión determinar las condiciones biológicas de la 
misma. En España los métodos más utilizados son los índices de macroinvertebrados 
(BMWP y modificaciones) (Alba-Tercedor y Sánchez Ortega, 1988; Alba-Tercedor y 
col., 2002; Benito y Puig, 1999) y los de diatomeas (IBD, IPS) (Sabater y col. 1987; 
Leira y Sabater, 2005).  
Estudios recientes han demostrado que, en algunos sistemas fluviales españoles 
sin incidencia antrópica, los índices de macroinvertebrados y de diatomeas ofrecen 
valores inferiores a los esperados en función de la calidad físico-química del agua, 
debido a un efecto tóxico ejercido por las cianobacterias bénticas, dominantes en la 
comunidad de dichos sistemas fluviales, lo que sugiere la necesidad del desarrollo de 
metodologías basadas en cianobacterias para realizar correcciones en la 
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ANTECEDENTES Y OBJETIVOS DEL TRABAJO 
 
La contaminación de ecosistemas acuáticos, especialmente en ríos, se ha 
convertido en una  materia de gran preocupación durante las últimas décadas debido al 
incremento de la demanda de agua para uso público, tanto por la industria, como por la 
producción agropecuaria y los servicios. Ahora bien, estas actividades no sólo suponen 
un consumo de agua (bien escaso en nuestro país), sino que también generan vertidos 
que contribuyen a la degradación de los ecosistemas acuáticos. 
Por otra parte, el progresivo desarrollo de la actividad humana está teniendo un 
marcado impacto en la naturaleza, provocando, entre otras cosas, una creciente pérdida 
de biodiversidad en todo tipo de ecosistemas terrestres y acuáticos. Los ecosistemas 
fluviales no escapan a este problema, pudiéndose observar en ellos una progresiva 
degradación de las comunidades biológicas y una alarmante disminución de la calidad 
del agua (Sabater y col., 2009).  Así, cobran especial importancia los estudios de 
seguimiento y calidad de los ecosistemas fluviales con el fin de vigilarlos, conservarlos 
y/o recuperarlos. Para conseguir ese objetivo es fundamental el desarrollo de 
metodologías de evaluación de la calidad de las aguas (monitorización). En esta línea, la 
implementación de la Directiva Marco sobre el agua (Directiva 2000/60/CE), supone 
cambios importantes debido a la mayor importancia que se da a la calidad del agua y su 
valor ambiental, exigiendo un mayor esfuerzo respecto al control integrado y 
prevención de la contaminación. La novedad más significativa es la introducción del 
concepto de estado ecológico de las aguas, abandonando los criterios de valoración de 
éstas basados exclusivamente en parámetros físico-químicos, para buscar otros más 
amplios que midan el estado de salud de los ecosistemas en su conjunto. A este respecto 
es fundamental la incorporación de parámetros biológicos para evaluar el estado 
ecológico de las aguas (Ariño Ortiz y Sastre Beceiro, 1999) en el marco denominado 
biomonitorización. 
Las cianobacterias, al encontrarse en la base de las cadenas tróficas 
experimentan los efectos negativos de la contaminación antes que otros organismos, y 
ello hace que puedan tener un “efecto onda” en los niveles tróficos superiores, por lo 
que se les puede considerar como indicadores relevantes en el campo de la evaluación 
medioambiental (Kelly y Whitton, 1998; Whitton, 1999). 
Tradicionalmente los trabajos acerca de cianobacterias bénticas fluviales han 
formado parte de estudios genéricos de toda la flora algal (Margalef, 1952, 1953; Aboal, 




1989; Sabater y col., 1990). Las cianobacterias bénticas constituyen una comunidad 
bien desarrollada y forma parte importante del bentos de ríos. Sin embargo, los estudios 
sobre biodiversidad y ecología de las cianobacterias en los sistemas fluviales son 
relativamente escasos (Rott y Pfister, 1988; Cantonati y col., 1996), sobre todo si los 
comparamos  con los realizados en otros ecosistemas acuáticos como lagos y embalses, 
donde actualmente están adquiriendo gran importancia, sobre todo por problemas de 
toxicidad (Aboal, 1988; Oliver y Ganf, 2000; Sanchis y col., 2002; Carrasco, 2007).  
En estudios previos acerca de la diversidad de cianobacterias en sistemas 
fluviales (Perona y col., 2003; Serrano y col., 2004) y su relación con la calidad de las 
aguas (Fernández-Piñas y col., 1991; Perona y col., 1999) se han encontrado cambios en 
la composición de la comunidad de cianobacterias en respuesta a procesos de 
contaminación (Perona y col., 1998; Douterelo y col.,2004; Perona y Mateo, 2006). Por 
otra parte, se han llevado a cabo experimentos de laboratorio en cepas aisladas, que 
mostraban una respuesta diferencial frente a condiciones limitantes de nutrientes (Mateo 
y col., 2006). Asimismo se han realizado en distintos tipos de ríos experimentos 
fisiológicos in situ en los que se ha determinado la actividad fosfatasa en cianobacterias 
dominantes en dichos ríos, en relación con condiciones limitantes de fósforo, 
presentando un relación inversa con las  concentraciones de dicho nutriente en el agua, 
siendo propuesta dicha actividad como una medida complementaria en estudios de 
biomonitorización (Mateo y col., 2010). 
Estos estudios se han basado en la caracterización de la comunidad de 
cianobacterias bénticas mediante el análisis de la riqueza específica y el análisis de la 
abundancia en localizaciones con distinta calidad del agua, para poder buscar relaciones 
con las variaciones en ésta. Estudios muy recientes han aportado un nuevo índice 
basado en algas bentónicas (no incluye diatomeas) para evaluar el estado trófico de los 
ríos nórdicos (Schneider y Lindstrøm, 2011) donde se aporta un listado amplio de 
cianobacterias con distintas exigencias ecológicas. 
Los estudios de riqueza específica de cianobacterias precisan de la identificación 
taxonómica de las especies, lo cual entraña dificultades debido a su variabilidad 
morfológica, grado de polimorfismo y variación geográfica (Komàrek y col., 1991, 
Baker, 1991, 1992) así como lo controvertido de su taxonomía. La caracterización e 
identificación de especies de cianobacterias es un proceso complicado y lento, que en 
ocasiones la única forma de realizarla es a través de cultivos, comparándolos con el 
material vivo. Sin embargo, las especies en cultivo desarrollan frecuentemente estados 





anómalos cuyas características morfológicas difieren de las especies naturales 
(Komàrek y Anagnostidis, 1999). Algunos estudios han caracterizado las diferencias 
existentes entre algunas especies en cultivo y en la naturaleza (Perona y col., 2003; 
Berrendero y col., 2008, 2011; Mateo y col., 2011).  
Así, distintos autores encuentran necesario la realización de estudios desde 
nuevos enfoques que incluyan nuevos estudios morfológicos, citológicos, fisiológicos, 
ultraestructurales, bioquímicos y moleculares (Whitton, 1992, Komàrek, y 
Anagnostidis, 1999, 2005). Debido al problema que existe en la identificación 
taxonómica, son necesarias otras técnicas complementarias que aporten más 
información a la hora del estudio de  las cianobacterias, y dinamicen el proceso. Por lo 
tanto, la finalidad de este proyecto es dar un paso más dentro de este ámbito, y ofrecer 
una posible herramienta que ayude al trabajo de identificación y caracterización de las 
especies bioindicadoras, así como el desarrollo de metodologías que permitan de una 
manera rápida detectar cambios en la calidad de las aguas fluviales. 
Como se comentaba anteriormente, la aplicación de técnicas moleculares se ha 
incrementado notablemente en los últimos años. Así, distintos grupos de investigación 
están llevando a cabo estudios polifásicos, en los que se estudia la diversidad de 
cianobacterias desde una aproximación combinada, morfológica y genética, y en 
algunos casos también ecofisiológica, (Palinska y Marquardt, 2008; Zapomělová y col., 
2008, 2009; Cuzman y col., 2010; Heath y col., 2010).  
Por otra parte se ha comprobado que la diversidad molecular de los 
microorganismos analizada in situ es mayor que la encontrada mediante los análisis 
microscópicos tradicionales, o las técnicas dependientes de cultivo (Ward y col., 1990; 
Amann y col., 1995; Ward y col., 1998). La ecología molecular microbiana también ha 
experimentado un gran auge en las últimas décadas,  aplicándose gran cantidad de 
estrategias para evitar el cultivo selectivo; (Díez y col., 2001; Dorigo y col., 2005; 
Malik y col., 2008; McMahon y col., 2008). Así mismo, las técnicas de 
“fingerprinting”, principalmente DGGE y TGGE, se están utilizando para la 
comparación de comunidades microbianas de ambientes diferentes o seguir el 
comportamiento de una comunidad en el tiempo (Borneman y Triplett. 1997; Muyzer 
1999; Grossman y col., 2010; Villaescusa y col., 2010). En estudios previos 
preliminares realizados en el río Guadarrrama se ha encontrado una reducción en la 
diversidad de cianobacterias en un gradiente de eutrofización aguas abajo mediante la 




aplicación de la técnica TGGE (Rodríguez y col., 2007), resultados puntuales que tienen 
su continuidad en el presente estudio. 
     De esta manera, el objetivo general de este estudio ha sido el análisis de la 
biodiversidad de cianobacterias de biofilms de ríos en relación con la calidad de las 
aguas, desde un triple abordaje: 
 
(1) Caracterización morfológica de poblaciones bentónicas y de cepas aisladas de 
cianobacterias procedentes de distintos puntos de muestreo de ríos con distintos niveles 
de contaminación. 
(2) Caracterización genética de las mismas relacionándola con la morfológica y 
analizando las relaciones filogenéticas de los genotipos encontrados.  
(3) Caracterización ecofisiológica: analizar el efecto de distintas concentraciones de 
nutrientes sobre el crecimiento de las cepas aisladas y en experimentos de competencia 
entre varias cepas. 
             Asimismo, el estudio de dicha biodiversidad en ríos y diferentes localidades con 
distinta calidad de aguas mediante una aproximación independiente de cultivo nos llevó 
a un cuarto objetivo: 
(4) Analizar los cambios y /o variabilidad en la biodiversidad de cianobacterias en 
el río Guadarrama (Madrid) por medio de electroforesis en gel desnaturalizante por 
gradiente térmico (TGGE), con el fín de su posible futuro uso en biomonitorización. 
 
Consideramos que el uso combinado de técnicas clásicas, especialmente técnicas 
morfológicas y fisiológicas, con técnicas moleculares, permitirá un mejor y más 
completo análisis de poblaciones de cianobacterias en los ecosistemas fluviales, 
contribuyendo a un mayor conocimiento de su biodiversidad y de las características 
fisiológicas que influyen en su distribución,  así como  al análisis del impacto de 
diferentes factores sobre estas comunidades. Asimismo, la caracterización de las 
especies desde este triple abordaje podrá ser de gran utilidad en el esclarecimiento de la 
taxonomía de ciertos grupos con especial problemática sistemática, así como en el 
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MATERIALES Y MÉTODOS 
 
I. ZONA DE ESTUDIO 
   
Para llevar a cabo los objetivos marcados en este trabajo, se ha seleccionado un 
conjunto de ríos con distintas características hidrológicas y grado de influencia 
antrópica.  Los cursos de agua estudiados están situados en el centro de la Península 
Ibérica (comunidad de Madrid) y pertenecen a la cuenca del Tajo. La localización de 
cada uno de ellos se muestra en la figura 5.  A continuación, se expone una descripción 
general de cada uno de ellos, prestando mayor atención al río Guadarrama, donde se ha 
llevado a acabo la mayor parte de la investigación.  
 
Figura 5. Localización de los puntos de muestreo de los ríos estudiados dentro de la Comunidad de 
Madrid: río Guadarrama (GU1, GU2 y GU3), río Guadalix (GLX1 y GLX3), río Manzanares 
(MNZ) y arroyo Mediano (MED). 
 
 




I.1. Río Manzanares 
Nace a unos 2.160 m de altitud en la vertiente meridional de la sierra de 
Guadarrama, localizándose en el Parque Regional de la Cuenca Alta del Manzanares 
(coordenadas geográficas 40º46’N 3º55’O). Es el tercer afluente del río Jarama por su 
margen derecha. El punto de muestreo elegido se sitúa en la zona alta del río, cerca de 
Cantochochino (Fig. 6). Al estar enmarcado en un espacio protegido, los usos que se 
pueden llevar a cabo son limitados. El tramo del río se caracteriza por presentar aguas 




Figura 6. Aspecto general del río Manzanares en el punto de muestreo. 
 
El río Manzanares se caracteriza por la alternancia de rápidos y remansos y un 
caudal afectado por el deshielo primaveral y el estiaje veraniego, típico de un sistema 
montañoso y de clima mediterráneo. En este punto el cauce se encajona entre 
formaciones rocosas de grandes proporciones, labrando sobre la piedra numerosas pozas 
y hoyas. La vegetación es escasa en su nacimiento debido a la alta montaña, pero en 
cotas menores aparecen abedules, sauces y chopos. 
 
I.2. Río Guadalix 
Nace a 1.790 m de altitud en el puerto de la Morcuera (municipio de Rascafría) 
y desemboca a 600 m de altitud en el río Jarama, tras haber recorrido 41.2 Km de 
longitud hasta desembocar en el río Jarama. Durante gran parte de su recorrido discurre 
sobre sustratos silíceos típicos del noroeste de la comunidad de Madrid, aunque también 
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cruza los afloramientos calizos desde El Vellón y San Agustín de Guadalix, los que le 
confiere cierto grado calcáreo a sus aguas en el tramo final. Las aguas de este sistema 
fluvial se encuentran reguladas por el embalse de Miraflores de la Sierra ubicado a una 
cota de 1.298 m, y por el embalse del Vellón a 830 m de altitud. Los principales 
caudales se registran en los meses de mayo y junio llegando a 1 m
3
/s cuando se produce 
el deshielo, mientras que en el resto del año no se sobrepasan los 0.6 m
3
/s. La 
temperatura media anual registrada oscila entre 10-16 ºC, con precipitaciones medias 
anuales entre 400-800 mm. 
Se distinguieron dos zonas de muestreo denominadas GLX1 y GLX3 (Fig. 7). El 
punto GLX1 se encuentra próximo a la cabecera a unos 1.500 m de altitud, cerca del 
municipio de Bustarviejo (coordenadas 40º50’N 3º45’O). En este tramo del río las 
aguas son claras y rápidas con alguna proximidad a fincas dedicadas a ganadería 
extensiva. Se trata de una zona granítica, por lo que las aguas presentan un carácter 
ligeramente ácido. La anchura aproximada del cauce en este punto es de 3-4 m y el 




Figura 7. Aspecto de los puntos de muestreo del río Guadalix: punto GLX1 (A) y punto 
GLX3 (B). 
 
El punto GLX3 se sitúa próximo a la desembocadura del río Guadalix en el río 
Jarama y está situado junto a un polígono industrial en San Agustín de Guadalix 
(coordenadas 40º42’N 3º35’O). Además, sus aguas son ligeramente más básicas que las 
del punto anterior puesto que el río ya ha atravesado los afloramientos calizos citados 




anteriormente. La anchura del cauce es de 5-6 m y su caudal, al igual que en GLX1, 
depende de las diferentes estaciones climatológicas. 
 
I.3. Arroyo Mediano 
El Arroyo Mediano es un arroyo de montaña (Fig. 8) situado en su totalidad en 
el Parque Regional de la Cuenca Alta del Manzanares. Nace en un manantial a 1970 m 
de altitud (coordenadas 40º47′N 3º50′O), en la Sierra de Cuerda Larga (Sierra de 
Guadarrama) y desemboca en el embalse de Manzanares el Real (894 m) tras 11 Kms. 
de recorrido. El clima se corresponde con el clima mediterráneo, caracterizado por 
presentar una alternancia estacional: veranos con temperaturas altas y tiempo seco e 
inviernos con un descenso suave de temperaturas, donde tienen lugar la mayor parte de 
las precipitaciones; aunque debido a la continentalidad, las temperaturas invernales se 
endurecen y los veranos son muy calurosos. El lecho del arroyo es rocoso, formado por 
rocas y gravas, de materiales predominantemente silíceos (Serrano y col., 2004). 
El arroyo Mediano posee todas las características típicas de un sistema 
montañoso y de clima mediterráneo, con alternancia de rápidos y remansos y un caudal 
afectado por el deshielo primaveral y el estiaje veraniego. La vegetación es bastante rica 
y se encuentra relativamente bien conservada, donde se encuentran abedules y pastizales 
de berceo, pinares y bosques de enebro, encina y matorral de brezo, junto con fresnos y 
melojos. En cuanto a la vegetación de ribera se encuentra distribuida de forma 
discontinua a lo largo del cauce, estando constituida por sauces, majuelos, nogales, 
fresnos y zarzas (Serrano y col., 2004). 
 
Figura 8. Aspecto general del arroyo Mediano en el punto de muestreo. 
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I.4. Río Guadarrama 
El Río Guadarrama nace en el Valle de la Fuenfría, al pie de Siete Picos 
(coordenadas 40º47’N 4º02’O). Desde allí recorre 145 Km. hasta abandonar la 
Comunidad de Madrid en Batres, desembocando en el Tajo por su margen derecha, ya 
en tierras de Toledo. Su curso medio se encuentra protegido dentro del Parque Regional 
del Curso Medio del río Guadarrama y su entorno. La cuenca abarca 1708 Km
2
 y sus 
recursos hídricos medios se calculan en 152 Hm
3
/año. Se trata de un río con marcado 
carácter silícico puesto que todos los materiales por los que discurre son de este tipo. En 
las zonas de cabecera, el río se encaja en los materiales paleozoicos de tipo 
metamórfico, fundamentalmente gneíses y granítos de esta zona de la Sierra de 
Guadarrama, formando un valle  a medida que se adentra en los materiales arcósicos del 
periodo terciario. Todo el curso medio-bajo de este río se asienta sobre el denominado 
acuífero Madrid-Toledo-Cáceres siendo fuente de recarga para este acuífero en 
numerosos puntos. El régimen pluviométrico varía en función de la zona, desde los 856 
mm anuales en Villalba hasta los 226 mm en su salida de la Comunidad de Madrid. Los 
suelos de la cuenca del Guadarrama son por norma general de tipo tierras pardas sobre 
materiales silíceos y suelos pardos no calizos. La vegetación, típicamente mediterránea, 
está compuesta en su mayor parte por encinares, que se combinan con el bosque de 
ribera formado por fresnos, sauces, chopos y olmos. En general se trata de un río poco 
regulado si se compara con otros como el Lozoya, destacando en la cuenca sólo el 
embalse de Valmayor en el río Aulencia, principal afluente del Guadarrama.  
 El río Guadarrama está catalogado por el Ministerio de Medio Ambiente como 
un río de aguas eutrofizadas (Confederación Hidrográfica del Tajo, 1999), debiéndose la 
contaminación fundamentalmente a las actividades humanas que se desarrollan en la 
cuenca, siendo la principal de ellas los propios asentamientos (por vertidos directos, 
situación cada vez menos frecuente, o por vertido de depuradoras). 
Se determinaron tres puntos de muestreo en el río Guadarrama (Fig. 5).  El 
primer punto de muestreo, denominado GU1, se encuentra en la cabecera de la cuenca 
del Río Guadarrama (coordenadas 40º41’N 4º05’O), un arroyo de montaña a la altura 
del Valle de Los Caídos, el Guatel Segundo, afluente directo del río Guadarrama que 
parece no estar afectado por ningún tipo de vertido. En la figura 9 se puede ver el 
aspecto del punto GU1. Se caracteriza por ser un río con poca anchura y poca 
profundidad, de aguas claras y de sustrato rocoso de carácter silícico formado 
fundamentalmente por gneises. En el punto de muestreo alterna una zona con baja 




velocidad del agua y otra zona de rápidos. La vegetación arbórea es densa y proyecta 
sombras sobre el agua. El epiliton bien visible de color verde intenso. 
 
Figura 9. Aspecto del punto de muestreo GU1. 
El segundo punto de muestreo, GU2, situado a 22 Km. de distancia de río del 
punto anterior, se encuentra en el término municipal de Galapagar, al pie del puerto del 
mismo nombre en la Zona Recreativa “El Retamar” (coordenadas 40º32’N 3º56’O). El 
punto se encuentra en la confluencia del río con la carretera  M-505 Las Rozas - El 
Escorial en el Pk5. En este punto de muestreo el río ha recibido vertidos de depuradoras 
de algunos municipios, así como vertidos no controlados de urbanizaciones 
residenciales apostadas en las cercanías del río. Además ha podido recibir vertidos 
accidentales de los polígonos industriales de Villalba. La figura 10 ilustra el aspecto del 
punto GU2.  
 
Figura 10. Aspecto del punto de muestreo GU2. 
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El cauce es ancho y de aguas claras, presentando una llanura de inundación 
amplia. Presenta dos zonas diferenciadas, una de aguas con velocidad baja y sustrato 
arenoso y otra zona de corriente rápida de baja profundidad con sustrato arenoso-rocoso 
y presencia abundante de piedras (de carácter silícico, abundando gneises, granitos y 
cuarcitas). La vegetación de ribera es menos densa por que la iluminación del agua es 
mayor que en el caso anterior. Las piedras presentan epiliton bien desarrollado de color 
marronáceo.   
El tercer punto de muestreo, GU3, a 16 Km. del punto anterior está situado en el 
término municipal de Boadilla del Monte a la altura del Pk. 11.5 de la carretera M-509 
Pozuelo – Brunete a la entrada de la urbanización La Raya del Palancar (coordenadas 
40º25’N 3º56’O). En este punto del río ha recibido el aporte de los vertidos de otras dos 
depuradoras, y con posibles vertidos de polígonos industriales. Este punto de muestreo 
se muestra en la figura 11. El cauce es bastante ancho, y la llanura de inundación es 




Figura 11. Aspecto del punto de muestreo GU3. 
El agua presenta una elevada turbidez y a veces no se ve el fondo. Es el punto de 
caudal más abundante y la velocidad de la corriente es alta. El sustrato es 
fundamentalmente arenoso, siendo difícil la búsqueda de piedras que suelen ser de tipo 
conglomerado con escaso desarrollo del epiliton. La vegetación de ribera es densa, con 
abundante presencia de juncos. En cada punto, se analizaron los parámetros físico-
químicos del agua, bien in situ bien en muestra recogida, así como la comunidad 
epilítica de cianobacterias sobre las piedras del lecho del río. 




II. RECOGIDA DE MUESTRAS 
 
Las campañas de muestreo del río Guadarrama se llevaron a cabo durante el año 
2006-2007 en las distintas estaciones climatológicas con las siguientes fechas: 28 de 
noviembre de 2006 (otoño), 13 de marzo de 2007 (invierno), 6 de junio de 2007 
(primavera) y 18 de julio de 2007 (verano). Los muestreos correspondientes a la 
recogida de tapetes para el estudio diversidad de cianobacterias pertenecientes al género 
Phormidium y Oscillatoria, se realizaron el 7 de julio de 2009 en el río Guadarrama, y 
en los ríos Guadalix, Manzanares y arroyo Mediano se llevaron a cabo en noviembre de 
2009. 
Para la realización de los análisis se recogieron dos tipos de muestras: agua para 
el análisis químico y piedras para la extracción del bentos para el análisis biológico. 
Además se realizaron in situ algunas medidas de parámetros físico-químicos según se 
describe más adelante.  
Las muestras de agua se recogieron en botes de polietileno de boca ancha de 1 l 
y con cierre hermético, en la parte media del cauce con el fin de tomar muestras 
representativas, evitando sobre todo zonas remansadas. Todo el material necesario para 
la toma de muestras de agua  (portafiltros, jeringas, botes de polietileno, etc.) fue lavado 
previamente con HCl al 10% y aclarado tres veces con agua destilada para eliminar 
restos de fosfatos de los detergentes que pudieran inducir a errores en la medida de este 
parámetro.  
La recogida del agua se realizó enjuagando los recipientes con el agua del río y 
llenándolos a contracorriente de forma que el agua no entrase de forma turbulenta para 
evitar la formación de burbujas de aire, cuyo contenido en oxígeno modificaría el estado 
químico de los distintos parámetros que se iban a medir con posterioridad (APHA, 
1980).  
En segundo lugar, para el análisis biológico en el estudio estacional del río 
Guadarrama, se recogieron  tres piedras del lecho del río y tapetes cuando se 
encontraron en cada punto de muestreo. Las piedras se escogieron en función de los 
siguientes criterios: que estuvieran en zonas cubiertas por agua, con tapiz epilítico 
visible, sin macrofitos, con tamaño suficiente (de entre 4 y 5 cm de diámetro mínimo) 
para poder realizar posteriormente el raspado del epiliton, y con una composición 
mineral adecuada que permita la extracción del epiliton sin que se disgregue la piedra. 
Las piedras se conservaron en frío hasta su procesado. 
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 Los tapetes de cianobacterias encontrados en la superficie de piedras cubiertas 
por agua o en sedimentos en las orillas del río, se recogieron con la ayuda de un bisturí. 
Las muestras se transportaron en botes de polietileno y se mantuvieron en nevera a 4ºC, 
y ya en el laboratorio, se separaron en alícuotas para los distintos análisis biológicos. 
Las muestras destinadas para el estudio morfológico se fijaron en formol al 4% y se 
mantuvieron a 4ºC, y el resto de alícuotas se guardaron a -20ºC para  la caracterización 
genética.  
 
III. ANÁLISIS FÍSICO-QUÍMICO DEL AGUA 
 
 III.1. ANÁLISIS IN SITU 
 
Sobre el propio río se llevó a cabo la determinación de los siguientes parámetros 
físico-químicos: 
- Temperatura del agua y O2 disuelto. Las medidas se realizaron con un oxímetro 
portátil WTW (Wissenschaftliche Technische Werkstetten, Weilhheim, Germany) 
OXI 196 con una sonda EOS 196, con ajuste automático de presión y temperatura 
para su calibrado. Se anotó la medida de oxígeno en % saturación como en mg/l, y 
en ºC para la temperatura. Además, se midió en cada estación la temperatura 
ambiente con un termómetro de mercurio. 
- pH. Se midió con un pH-metro portátil WTW modelo pH-96, con un electrodo de 
vidrio con sonda de ajuste de temperatura modelo SenTix41, previamente calibrado. 
- Conductividad. Se midió con un conductivímetro portátil Crison CDTM-523 
(Barcelona, España) en µS/cm. 
- Caudal. Se calculó a partir de la medición del caudal parcial de transectos de 1m de 
longitud. Para ello fue necesario tomar medidas de anchura del cauce y de velocidad 
y profundidad del cauce: 
  Anchura del cauce. Se midió con una cinta métrica flexible.  
  Velocidad del agua y profundidad del cauce. Se midió con un fluómetro  
  portátil Global Water Flor Probe modelo FP 101-201, medido en m/s. 
 
Con dichas medidas, se pudo calcular el caudal parcial utilizando la siguiente 
fórmula: 
Qi = [ (V1 + V2) / 2] * [ (D1 + D2) / 2] * b 
 





- Qi = caudal en m
3
/s de cada transecto. 
- V1 = velocidad media en m/s registrada por el fluómetro en el punto 1 
de cada transecto. 
- V2 = velocidad media en m/s registrada por el fluómetro en el punto 2 
de cada transecto. 
- D1 = profundidad en metros medida en el punto 1 de cada transecto. 
- D2 = profundidad en metros medida en el punto  de cada transecto. 
- b = anchura en metros de cada transecto. 
El caudal total del río se calcula como el sumatorio de los caudales de todos los 
transectos. 
Todos estos parámetros fueron medidos in situ por las características intrínsecas 
de algunas de ellas  y por la premura de medida que requieren otra, para no sufrir 
modificaciones. 
 
 III.2. DETERMINACIONES FÍSICO-QUÍMICAS DEL AGUA 
 
El análisis químico de las muestras de agua se llevó a cabo empleando un 
laboratorio portátil DREL-2010 de HACH, siguiendo los protocolos descritos en el 
Standard Methods for the Examination of Water and Wastewater (APHA, 1980). Se 













Previamente al comienzo de las mediciones, el agua recogida en el campo se 
filtró con filtros de fibra de vidrio GF/C Whatman (Whatman International Maidstone, 
UK) de 25 mm de diámetro y de un tamaño de poro de 0.8 µm, con el fin de eliminar 
los sedimentos y sólidos en suspensión que pueda contener el agua. Una vez filtrada el 
agua, se continuó con la determinación de las sustancias químicas ya indicadas, las 
cuales se explican a continuación: 
Determinación del amonio: se llevó a cabo con el método Nessler. El reactivo 
Nessler (yodumercurito potásico alcalino) en presencia de iones amonio se descompone, 
formando iones de diyodomercurioamonio, compuesto coloreado que permite hacer una 
determinación colorimétrica (en función de la intensidad del color amarillo que adquiere 
el compuesto) midiendo la absorbancia a 425 nm. Este protocolo utiliza también para el 
análisis un estabilizador mineral y alcohol polivinilo, agente dispersante que facilita la 
reacción. El rango de detección de este método es de 0.1 a 2.5 mg/l de N-NH4
+
. 
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Determinación de los nitritos: se empleó el método de diazotización usando el 
reactivo Nitriver 3. En este método el nitrito reacciona con ácido sulfanílico dando lugar 
a una sal intermedia de diazonio, que reacciona con ácido cromotrópico para formar un 
complejo de color rosado cuya intensidad es directamente proporcional a la cantidad de 
nitrito. La determinación se realizó midiendo la absorbancia a 507 nm. El rango de 




Determinación de los nitratos: se utilizó el método de reducción con cadmio 
usando el reactivo Nitraver 5. Los nitratos de la muestra son reducidos por el cadmio 
metálico a nitritos que, en medio ácido, reacciona con ácido sulfanílico para formar una 
sal intermediaria de diazonio, que reacciona a su vez con ácido gentísico para formar un 
producto de color ámbar, cuya intensidad es proporcional a la concentración de ión 
nitrato. La determinación se realizó midiendo la absorbancia a 500 nm. El rango de 
detección de este método es 0.5-30 mg/l de ión nitrato (método de alto rango). En los 
casos en que la concentración de nitratos resultó inferior al límite de detección, se 
utilizó el método de bajo rango, cuyo reactivo es Nitriver 6 el cual oxida los nitratos a 
nitritos, tras lo que se realizó una determinación normal de nitritos. El rango de 
detección de este método es de 0-0.4 mg/l de N-NO3
-
. 
Determinación de ortofosfatos: con este método se midió el ortofosfato 
reactivo soluble o el fósforo reactivo soluble de ortofosfato (PRS) con el reactivo 
Phosver 3. El ortofosfato reacciona con un molibdato en medio ácido formando un 
complejo de fosfomolibdato que es reducido por ácido ascórbico produciendo un 
compuesto de color azul cuya intensidad es proporcional a la concentración de 
ortofosfato. La determinación se realizó midiendo la absorbancia a 890 nm. El rango de 
detección de este método es de 0.01 a 2.5 mg/l de P-PO4
3-
.  
Determinación de la dureza debida al calcio: se trata de una valoración en la 
que el reactivo indicador Calver 2, en medio alcalinizado con KOH 8N, se acompleja 
con los cationes divalentes de calcio dando lugar a un compuesto de color violeta. 
Después se realiza la valoración añadiendo EDTA 0.08 M. El EDTA reacciona con los 
cationes divalentes de calcio combinados con el indicador, provocando un cambio de 
color (de violeta a azul). El volumen de EDTA añadido se calculó con ayuda de un 
tritador digital especial de HACH. Los dígitos del tritador digital representan los mg/l 
de Ca
2+
 medidos como CaCO3. El rango de detección es 10-100 mg/l de CaCO3.  
 
 




IV. ANÁLISIS DE LA COMUNIDAD EPILÍTICA 
 
IV.1. TÉCNICAS DE CULTIVO DE CIANOBACTERIAS 
 
IV.1.1. Medios de cultivo 
Existen numerosos medios utilizados para el aislamiento y cultivo de 
cianobacterias. Los medios de cultivo utilizados se describen a continuación: 
Unos de los medios fue el medio Chu No. 10D (Chu 1942) modificado, en el que 
se ha reducido la concentración de fósforo (Gómez y col., 2009). Este medio bajo en 
nutrientes es muy útil para dilucidar los rasgos morfológicos, citológicos y fisiológicos 
propios de ciertas poblaciones que viven en medios oligotróficos. Su composición en 
sales se muestra en la tabla 4. El medio se ajustó a pH 7.6 con tampón HEPES 2.5 mM. 
 
 Tabla 4. Composición del medio de cultivo Chu No. 10D modificado (Gómez y col., 2009). 
Componentes Concentración 
K2HPO4 ·3H2O 0.032 mM 
MgSO4·7H2O 0.101 mM 
Ca(NO3)2 ·4H2O 
*
 0.250 mM 
NaHCO3 0.188 mM 
FeCl3·6H2O 0.009 mM 
Na2-EDTA 0.010 mM 
Microelementos:  
         H3BO3 11.56 µM 
         MnCl2·4H2O 0.229 µM 
        ZnSO4·7H2O 0.193 µM 
        Na2MoO4·2H2O 0.028 µM 
        CuSO4·5H2O 0.079 µM 
        CoSO4·7H2O 0.037 µM 
                 *Para medio sin nitrógeno, se reemplaza este componente por  
                   CaCl2·2H2O a una concentración de 0.25 mM.  
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 El medio BG11 (Rippka y col., 1979) posee concentraciones de nitrato muy 
altas y de fósforo en menor medida. En el caso del medio BG110 (sin nitrógeno 
combinado) se empleó con el fin de favorecer el crecimiento de cianobacterias fijadoras 
de N2 atmosférico. La composición química de este medio se muestra detallada en la 
tabla 5. Ambos medios se tamponaron con HEPES 2.5mM y se ajustaron a pH 7.8. 
 
Tabla 5. Composición del medio de cultivo BG11 (Rippka y col., 1979).  
Componentes Concentración 
K2HPO4 ·3H2O 0.18 mM 
Na2-EDTA 0.003 mM 
MgSO4·7H2O 0.3 mM 




Ácido cítrico 0.029 mM 
Citrato férrico amónico 0.020 mM 
Na2CO3 0.19 mM 
Microelementos:  
         H3BO3 46 µM 
         MnCl2·4H2O 9.1 µM 
        ZnSO4·7H2O 0.77 µM 
        Na2MoO4·2H2O 1.60 µM 
        CuSO4·5H2O 0.32 µM 
        CoSO4·7H2O 0.17 µM 
      * Para el medio BG110 (sin nitrógeno combinado) se desestima este  
       componente. 
  
 
El medio Allen y Arnon  (Allen y Arnon 1955), modificado por Hu y 
colaboradores (1982), contiene altas concentraciones de sales y de nitrógeno combinado 
y muy altas de fósforo. Este medio está diseñado para obtener altos rendimientos 
celulares. La composición y concentración de sales se muestran en la tabla 6. 
Todas las soluciones se prepararon y esterilizaron por separado y fueron 
almacenadas a 4 ºC en nevera. Una vez preparados los medios de cultivo se esterilizaron 
en un autoclave automático modelo HA240M/300M de Sulzer España, a 1.5 Kg/cm
2
 de 
presión durante 20 min a 121 ºC.  




Para la preparación de medios de cultivo sólido en placas de Petri, se utilizó el 
medio de cultivo líquido y se combinó con agar purificado al 1.5 %. El medio y el agar 
se autoclavaron por separado para evitar la formación de toxinas (Rippka, 1988a) 
(121ºC, 20 min el medio líquido y 110ºC y 15 min el agar). 
 
Tabla 6. Composición del medio Allen & Arnon modificado (Hu y col., 1982). 
 
Componentes Concentración  
K2HPO4·3H2O        2 mM 
NaCl        4 mM 
Mg SO4·7H2O        1 mM 
CaCl2·2H2O     0.5 mM 
Na2-EDTA 76.75 µM 
FeSO4·7H2O 69.16 µM 
NaNO3 *  6.25 mM 
KNO3 *  6.25 mM 
Microelementos:  
            H3BO3      46 µM 
            MoO3   1.25 µM 
            MnCl2·4H2O     9.1 µM 
            ZnSO4·7H2O   0.77 µM 
            NH4NO3 0.196 µM 
            CuSO4·5H2O   0.32 µM 
            CoCl2·6H2O   0.17 µM 
            * En el caso del medio sin nitrógeno, se desestiman estos componentes. 
 
 En el cultivo de las muestras de epiliton, se añadió además el antibiótico 
cicloheximida con una concentración final en el medio de 0.1g/l en los diferentes 
medios de cultivo. De esta manera, se impide el crecimiento de hongos, levaduras y 
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IV.1.2. Condiciones de cultivo y siembra 
Para la preparación de los cultivos (aislados previamente) empleados en los 
diferentes ensayos de laboratorio, se crecieron en un agitador orbital CH-4103 
Bottminger con una velocidad constante de 150 rpm, en un incubador a una temperatura 
constante de 18ºC y en condiciones de fotoperiodo, con el siguiente ciclo de luz y 
temperaturas: 16h de luz, con una intensidad de luz constante de 20 µmoles de fotones 
·m-2s-1, y 8h de oscuridad. El objetivo es que las condiciones se asemejen, lo más 
posibles, a las del medio natural. Se mantuvieron en fase logarítmica mediante 
resiembras periódicas en medio fresco para evitar su envejecimiento y muerte. La 
siembra de los cultivos tuvo lugar en condiciones de esterilidad en una cabina de flujo 
laminar Captair 2005-HPS que había sido previamente irradiada con luz ultravioleta 
(U.V) durante 10 minutos. 
Además de los cultivos en medio líquido, se hicieron resiembras de las cepas en 
medios agarizados siguiendo el método descrito por Rippka (1988b) con el fin de 
obtener un stock permanente de cada una de ellas.  Con ayuda de una lupa binocular, se 
recogió un único filamento o parte de la colonia dependiendo del tipo de cianobacteria. 
El inóculo se sembró en una placa de agar al 1.5% de medio del que procedía y se 
mantuvieron en el incubador en las mismas condiciones descritas anteriormente. 
 
 IV.2. TÉCNICAS DE AISLAMIENTO DE CIANOBACTERIAS 
IV.2.1. Aislamiento de cianobacterias del epiliton 
El epiliton, constituido por las comunidades bióticas localizadas en la superficie 
de las piedras, se recogió tomando 3 piedras del lecho del río en cada punto de 
muestreo. Para la extracción del epiliton de las piedras recogidas, se seleccionó un área 
de 16 cm
2
 de la superficie rocosa que se raspó suavemente con ayuda de un cepillo de 
cerdas no muy duras (para que el roce no resulte excesivamente agresivo). El epiliton 
extraído se resuspendió en 10 ml de medio líquido BG110 (libre de nitrógeno). Todo el 
material utilizado en este punto debe ser previamente lavado con etanol, para eliminar 
contaminaciones sobre la muestra, y aclarado después con abundante agua destilada. 
Este extracto de epiliton se utilizó para los distintos análisis biológicos y la 
siembra en placas Petri con distintos medios de cultivo.  La siembra se llevó acabo 
inoculando 0.3 ml del extracto en las placas Petri con distintos medios de cultivo. Las 
placas se colocaron en un cultivador de placas (luz, 20-50 µmoles de fotones· m-2s-1, y 
temperatura, 25-28ºC). El cultivador está provisto de una serie de bandejas de 




metacrilato en donde las placas son colocadas y unos fluorescentes laterales que 
proporcionan aproximadamente la misma intensidad de luz a todas ellas. Los 
ventiladores laterales actúan reciclando el aire de la cámara, manteniendo mejor la 
temperatura.  
 
IV.2.2. Aislamiento de cepas a partir de colonias de cianobacterias 
Una vez que las placas han sido sembradas, se mantuvieron en el cultivador 
durante 3 o 4 semanas hasta conseguir un crecimiento adecuado de las cianobacterias. 
Se realizó un seguimiento de las placas para que las colonias no llegasen a solaparse 
demasiado. El tiempo de cultivo fue variable en función de la piedra y del medio de 
cultivo empleado.  
 Pasado ese tiempo, se procedió al aislamiento de las cepas siguiendo el método 
descrito por Rippka (1988b), extrayéndose  muestras de las colonias con un capilar muy 
fino fabricado a partir de una pipeta Pasteur. Con ayuda de una lupa binocular, se 
recogió (a poder ser) un único filamento de la colonia, que se sembró en una placa de 
agar al 1.5% y en el mismo medio del que procedía. Se mantuvieron en el cultivador 
hasta su crecimiento y se repitió el procedimiento hasta conseguir colonias 
monoclonales de las estirpes.  
Una vez conseguido el aislamiento, se procedió a resembrar las cianobacterias 
en matraces Erlenmeyer de 50 ml que contenían medio de cultivo líquido. Cuando dicha 
especie comenzó a crecer, se puso en agitación para conseguir así mayor volumen de 
cultivo, necesario para los experimentos de caracterización genética y fisiológica. Todo 
el material utilizado para este proceso fue previamente lavado con HCl y esterilizado 
para evitar posibles contaminaciones que entorpecieran el proceso de aislamiento. 
 
IV.3. TÉCNICAS UTILIZADAS PARA LA CARACTERIZACIÓN 
MORFOLÓGICA DE CIANOBACTERIAS 
IV.3.1. Microscopía óptica 
El análisis morfológico se llevó a cabo mediante observación macroscópica y 
microscópica de las muestras. Para el análisis macroscópico de las colonias crecidas en 
placas se empleó una lupa binocular con fuente de luz fría serie SZ 45 (Leica, Leica 
Microsystems, Wetzler, Alemania). El análisis microscópico se llevó a cabo utilizando 
un microscopio óptico Olympus BH2-RFCA (Olympus, Tokio, Japón) equipado con 
contraste de fases, epifluorescencia y un sistema de cámara de video (Leica DC Camera, 
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Leica Microsystems, Wetzler, Alemania) y en un microscopio Olympus BX61 
(Olympus, Hamburg, Germany) equipado con una cámara DP70 CCD. 
Se emplearon las siguientes características tradicionales para identificar a las 
cianobacterias estudiadas: morfología de la colonia, longitud y anchura de las células 
vegetativas, ausencia o presencia de vaina, longitud y disposición de los tricomas en las 
colonias, heterocistos y acinetos y forma del filamento. 
  Todas las cianobacterias empleadas en este estudio se clasificaron utilizando las 
claves dicotómicas de Geitler (1930-1932) y Desikachary (1959) principalmente, 
actualizando dichas determinaciones taxonómicas con las revisiones que han realizado 
Anagnostidis y Komarek (1988, 1990), Komarek y Anagnostidis (1989, 1999, 2005), 
Hoffmann (1988b) y Whitton (2002). 
 
IV.3.2. Microscopía electrónica de transmisión (MET) 
 Para el estudio de la ultraestructura celular de algunas muestras, tanto de campo 
como de cianobacterias aisladas, se llevó a cabo mediante microscopía electrónica de 
transmisión. Las muestras fueron tratadas según el protocolo de Ascaso y Rapsch 
(1985). Para fijar las muestras se utilizaron una serie de soluciones: tampón Sorensen 
(NaHPO4/NaH2PO4 O.1M, pH 7.2), solución de Fijación (tampón Sorensen con 
glutaraldehido al 3.1 %), solución de Postfijación  (tampón Sorensen con OsO4 al 1%) y 
solución de Agar (tampón Sorensen con agar purificado al 2%). Se recogieron 30 ml de 
cultivo y se lavaron con 10 ml de tampón Sorensen tres veces sucesivas, se 
centrifugaron 10 min a 10000 rpm en cada ocasión. Para hacer más fácil el manejo de 
las muestras se realiza una inclusión en agar. Así, tras el último lavado se  resuspendió 
el sedimento con una gota de tampón Sorensen y una gota de agar a 40-50ºC en un tubo 
Eppendorf y se fragmentaron en cubos de aproximadamente 1mm de tamaño de arista. 
A continuación se llevaron las muestras al Servicio Interdepartamental de 
Investigación (SIdI) de la Universidad Autónoma de Madrid para el tratamiento final  
que consistió en procesos de fijación, postfijación, deshidratación e inclusión en  
resinas, y finalmente, la realización de los cortes. Los cortes fueron de tipo ultrafinos 
contrastados con metales pesados (uranilo y plomo).  Las muestras fueron observadas 
con el microscopio electrónico de transmisión JEOL JEM1010 y fotografiadas con la 
cámara BioScan de Gatan y sistema de análisis de imagen (DigitalMicrograph 3.1). 
       
 




IV.4. TÉCNICAS EMPLEADAS EN LA CARACTERIZACIÓN FISIOLÓGICA: 
BIOENSAYOS CON ESPECIES DE CIANOBACTERIAS 
 
IV.4.1. Ensayos de competencia en sustrato artificial 
Después del estudio de poblaciones de cianobacterias realizados con las 
muestras de epiliton fijadas de cada punto de muestreo y sembradas en placas con 
diferentes medios de cultivo, se seleccionaron aquellas especies cuya presencia y/o 
abundancias aumentaban en un punto concreto del río. Se escogieron, por tanto, 9 
especies potencialmente bioindicadoras y se les sometió a un estudio de competencia 
entre especies.  
Para ello, se rellenaron dos placas Petri (de 40 ml de volumen) hasta la mitad 
con agar al 2%. Después, se inoculó en cada placa una muestra de colonia (aislada 
previamente) representativa de cada especie a estudiar. Por último, se añadieron 5 ml de 
medio Allen y Arnon  (AAN) en una placa, y en la otra se añadió la misma cantidad pero 
del medio Chu No. 10D (CHU10D) modificado. Todo se realizó bajo condiciones de 
esterilidad en campana. Se dejaron reposar en el incubador (ASL IBERCEX) 24 horas 
para permitir que los inóculos se fijasen al sustrato, en las mismas las condiciones 
descritas en el apartado IV.1.2. Una vez transcurrido el tiempo, se puso en agitación en 
un agitador orbital (Orbitek XL Infors).  
De esta manera, se intentó reproducir las condiciones que más se aproximan a 
las de la  propia naturaleza, simulando la actividad turbulenta del río sobre las especies 
fijadas en un sustrato, en este caso el agar. Cada 10 días se hizo un seguimiento del 
crecimiento de las especies, observando tanto su abundancia como su morfología. 
La abundancia relativa se estimó mediante una lupa binocular Leica MZ 7.5 con 
fuente de luz fría de 6.3 a 50 aumentos. Con ayuda de un papel milimetrado se calculó 
la superficie ocupada por cada una de las especies. En cuanto al estudio de la 
morfología, se tomaron fotografías tanto de la colonia (con una cámara digital Nikon 
Coolpix 995 acoplada en la lupa), como a nivel celular mediante muestras al 
microscopio con una cámara Leica DC 300F acoplada al mismo. Todo esto se llevó a 
cabo en condiciones de esterilidad. Además, se sometieron las placas a aportes de 
nutrientes cada 10 días añadiendo la misma cantidad de 5 ml de medio correspondiente 
en cada una.  
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IV.4.2. Gradiente de nutrientes 
           Una vez seleccionadas las especies potencialmente  bioindicadoras, se les 
sometió a tres experimentos que consistieron en una gradación de diferentes 








 El rango de concentraciones elegido fue el mismo para todos los nutrientes, el 
cual se define a continuación: 0.2, 3, 6, 10, 50 y 100 mg L
-1
. Se seleccionaron las 
concentraciones según los valores de nutrientes encontrados tanto en el medio natural 
como en los medios de cultivo utilizados en el laboratorio para el asilamiento de las 
cianobacterias. El medio utilizado para los ensayos fue CHU10 D (Tabla 4) libre en P o 
N dependiendo del caso y se añadió el componente específico en el medio para cada 
uno de los nutrientes de estudio (Tabla 7). En los bioensayos de fosfato en donde la 
concentración final era de 0.2 mg L
-1
, se reemplazó el K añadiendo KCl en la 
proporción adecuada según el medio de cultivo. 
 
















Para este experimento se usó una placa multipocillos marca IWAKI (Microplate, 
P-24) de poliestireno. Cada pocillo tiene un volumen de 2 ml y un diámetro de 16 mm. 
Cada placa presenta 4 filas de 6 pocillos cada una, usando para cada tipo de nutriente un 





 0.2 3 6 10 50 100 
 P (mg L
-1
) 0.6 0.6 0.6 0.6 0.6 0.6 
 N (mg L
-1
) 0.04 0.7 1.3 2.3 11.2 22.5 
 N:P 0.07 1.1 2.2 3.8 19 38 
NH4Cl NH4
+
 0.2 3 6 10 50 100 
 P (mg L
-1
) 0.6 0.6 0.6 0.6 0.6 0.6 
 N (mg L
-1
) 0.2 2.3 4.5 7.8 39 78 
 N:P 0.2 4 8 13 65 130 
K2HPO4 PO4
3-
 0.2 3 6 10 50 100 
 P (mg L
-1
) 0.06 0.8 1.7 2.8 14 28 
 N (mg L
-1
) 6.8 6.8 6.8 6.8 6.8 6.8 
 N:P 120 8 4 2.5 0.5 0.2 




total de dos placas, es decir, 8 filas de seis pocillos. Cada fila representa el gradiente de 
concentración de nutrientes (de 0.2 a 100 mg L
-1
) según se explicó anteriormente. Para 
la realización de estos experimentos se  utilizaron cuatro especies distintas de 
cianobacterias, agrupadas en parejas, según su potencial bioindicador, El estudio se 
realizó en cada pareja, tanto para cada especie individual como para una mezcla de 
ambas, en triplicado. Un esquema del experimento se puede observar en la  figura 12. 
 
Figura 12. Representación de una placa multipocillos P-24 donde se muestra la distribución 
de las especies (elaboración propia). 
 
Para realizar estos experimentos se necesitaron inóculos muy homogéneos de 
cada especie a estudiar a partir de los cultivos aislados con anterioridad.  Para la 
preparación del inóculo se filtró con embudos y filtros (0.45 µm) estériles una cantidad 
de cultivo aislado. Los filtros se lavaron tres veces con el medio específico para cada 
experimento. Se metieron en un matraz estéril de 25 ml y se echó el medio requerido. 
Después, se  centrifugó el contenido en tubos Eppendorf  y se desmenuzó el pellet con 
un palillo homogeneizador o también en  tubos de ensayo con un homogeneizador 
Potter con varilla de teflón, de POBEL. Así, se obtuvo un cultivo homogéneo con el fin 
de inocular la misma cantidad en cada uno de los pocillos. En el caso de no ser 
suficiente con este mecanismo, se utilizó un aparato sonicador (Selecta) y se mantuvo 
durante 3-4 minutos el matraz dentro del mismo. Así se obtuvieron finalmente inóculos 
de igual densidad. Las medidas de densidad óptica se llevaron a cabo mediante el 
espectrofotómetro SHIMADZU MultiSpec-1501. Previamente al inicio del 
experimento, los cultivos fueron crecidos durante 4 días en medio libre de N y P con el 
fin de eliminar las reservas de los respectivos nutrientes en las células. 
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Se inocularon 100 μl de cultivo homogeneizado de la especie seleccionada, en 
los casos individuales, y en los casos mezcla se inocularon 100 μl de cada una de las 
especies. Ya completado el procedimiento, se cerraron las placas con parafilm y se 
conservaron en el incubador en agitación durante 20 días, en las mismas condiciones 
descritas previamente. Por último, para estimar la biomasa inicial, se recogió la misma 
cantidad de inóculo de cada especie en tubos de ensayo, se fijaron con dos gotas de 
formol, y se mantuvieron en oscuridad a 4ºC hasta su recuento. 
Una vez transcurrido el tiempo de incubación, se procedió a la estimación del 
crecimiento de la biomasa de los distintos ensayos. Para este cometido se contaron las 
muestras extraídas de cada pocillo (previamente fijadas con formol al 4%), por 
triplicado, mediante el uso de una cámara Neubaüer (Brand, Alemania) en el 
microscopio Olympus BH2. El número de células por volumen se calculó según las 
medidas del portaobjetos indicado y teniendo el cuenta el factor dilución, superficie 
ocupada y la altura del mismo.  
 
IV.5. TÉCNICAS UTILIZADAS EN LA CARACTERIZACIÓN GENÉTICA DE 
CIANOBACTERIAS 
IV.5.1. Aislamiento de ADN genómico de cianobacterias 
La extracción de ADN genómico se realizó según el protocolo de Porteus y 
colaboradores (1997) adaptado previamente para la extracción en muestras de epiliton. 
Se tomaron 1.5 ml de cada extracto de epiliton y se centrifugaron a 13.000 rpm en 
(centrífuga refrigerada Sigma 202 MK) a temperatura ambiente durante 8 minutos. Tras 
descartar el sobrenadante se añadieron 900 µl de tampón de lísis (0.25 M NaCl, 0.1M 
Na2EDTA, 4 % SDS) previamente precalentado a 60ºC. La muestra se congeló en N2 
líquido y seguidamente, se homogeneizó con un homogenizador BOSCH CSB-850-
2RET. Tras repetir la operación tres veces, se añadieron 75 µl de isotiocinato de 
guanidina 5 M. Se agitó en agitatubos VELP Scientifica durante 60 segundos y se 
sonicó durante 2 minutos. Posteriormente se incubó durante 1 hora a 68 ºC y se 
centrifugó a 13000 rpm  durante 15 minutos a 4 ºC.  
A continuación, se guardaron 600 µl de sobrenadante en un tubo de 2 ml limpio 
y se añadieron 75 µl de acetato potásico 5 M y 250 µl de PEG 8000 al 40 % y 10 µg de 
glucógeno. Se dejó precipitar durante al menos una hora a –20 ºC y se centrifugó a 
13000 rpm durante 15 minutos a 4 ºC. El precipitado fue disuelto en 900 µl de CTAB 
2x (2% bromuro de hexadeciltrimetilamonio, 1.4 M NaCl, 0.1 M Na2EDTA). Se sonicó 




la muestra durante 1 minuto y se incubó 15 minutos a 68 ºC. Seguidamente, se 
añadieron 900 µl de cloroformo mezclando suavemente y se centrifugó a 13000 rpm a 
temperatura ambiente durante 10 minutos. El ADN acuoso se precipitó con 1 ml de 
isopropanol durante al menos 15 minutos a –20 ºC tras lo que se centrifugó la muestra a 
13000 rpm durante 15 minutos a 4ºC. El precipitado fue disuelto en 450 µl de acetato 
amónico 2.5 M y se añadió 1 ml de etanol al 95 %. La muestra se dejó precipitar durante 
al menos 15 minutos a  –20 ºC y se centrifugó a 13000 rpm durante 15 minutos a 4 ºC. 
A continuación, se resuspendió el precipitado en 450 µl de TAE 1X (0.04 M Tris 
acetrato pH 8, 0.001 M Na2EDTA).  
Para lograr mayor eficiencia en la amplificación del ADN, se procedió a la 
purificación y concentración de la extracción añadiendo los 450 µl resultantes de la 
extracción a una columna Microcon-100 de Amicon (Beverly, MA, EE.UU). Para ello 
se realizaron dos lavados con TAE 1X y uno con agua destilada, tras lo cual se invirtió 
la columna, recuperando el volumen que permanecía en ella con el ADN limpio. 
Finalmente, los ácidos nucleicos se resolvieron por electroforesis en geles horizontales 
de agarosa al 0,8% sumergidos en tampón TAE (Tris-HCl 40 mM pH 7,6, ácido acético 
20 mM y EDTA 1 mM) (Sambrook y col., 1989). Las muestras se mezclaron con el 
tampón de carga (Glicerol 60% (p/v) en TAE con Bromofenol 0,25% (p/v)). El gel se 
tiñó con bromuro de etidio y las bandas se visualizaron bajo radiación ultravioleta en un 
transiluminador (Gel Doc 1000, BioRad). El tamaño de los fragmentos se estimó por su 
movilidad electroforética usando como referencia la escalera de 1 Kb Gene Ruler de 
MBL Biotools. El material se mantuvo a -20 ºC hasta el momento de su análisis. 
 
IV.5.2. Determinación del gen ARNr 16S en cianobacterias mediante PCR 
Amplificación del gen que codifica para el ARNr 16S  
La determinación de la secuencia del gen ARNr 16S en los diferentes cultivos se 
llevó a cabo mediante el aislamiento de ADN genómico, amplificación de dicha región 
por PCR y posterior secuenciación directa de los fragmentos amplificados. El nombre, 
la secuencia y el sitio de unión de todos los cebadores empleados para amplificar el gen 
que codifica para el ARNr 16S de las cianobacterias analizadas en este estudio se 
muestran en la tabla 8. Todos cebadores fueron sintetizados comercialmente por Roche 
(Roche Applied Science, Alemania). 
Para amplificar los genes de ARNr 16S de las cianobacterias aisladas en este 
estudio, se emplearon el siguiente conjunto de oligonucléotidos iniciadores: 16S27F 
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(Wilmotte y col., 1993) y 16SPLG2.1R (Urbach y col., 1992), Por otro lado, para la 
amplificación de los tapetes de poblaciones del medio natural se recurrió a la clonación 
de los productos amplificados en vectores de expresión utilizando los cebadores 16S27F 
y el 23S30R (Lépere y col., 2000). La amplificación se llevó a cabo con un 
termociclador (Perkim Elmer Gene Amp PCR System 2400) según Gkelis y col., 2005: 
94 ºC durante 5 minutos, seguido de 30 ciclos de: 94 ºC/ 45 segundos, 57 ºC/ 45 s y 68 
ºC/ 2 min, y una extensión final a 68 ºC/ 7 min. Se preparó una mezcla de reacción que 
contenía: 2,5 μl de Buffer de PCR 10X, MgCl2 1,5 mM, 50 μM de cada deosinucleótido 
trifosfato, 10 pmol de cada cebador, suero de albúmina bovina (BSA) 1 mg.ml-1, 5 μl 
TaqMasterTM PCR Enhancer 5x (Eppendorf, Alemania), 0,75 U Ultratools DNA 
polimerasa (Biotools, España), agua mili-Q estéril y 10 ng de ADN molde para un 
volumen final de reacción de 25 μl. Los fragmentos amplificados se resolvieron por 
electroforesis en geles horizontales de agarosa al 1.5%, utilizando como patrón un 
marcador de peso molecular 1 Kb Gene Ruler de MBL Biotools. Finalmente, los 
productos amplificados se purificaron con Real Clean Spin Kit (Real, Durviz, s.l.u., 
España) siguiendo las recomendaciones del fabricante para ser secuenciados. 
 
Tabla 8. Oligonucleótidos iniciadores empleados en este estudio para amplificar el gen ARNr 16S.  
 
Oligonucleótidoa Secuencia (5’ → 3’) Sitio de Uniónb Referencia 
16S359F GGGGAATYTTCCGCAATGGG
c 359-378 Nübel y col., 1997 
16S781R(a) GACTACTGGGGTATCTAATCCCATT 781-805 Nübel y col., 1997 
16S781R(b) GACTACAGGGGTATCTAATCCCTTT 781-805 Nübel y col., 1997 
16S27F AGAGTTTGATCCTGGCTCAG 7 - 27 Wilmotte y col., 1993 
16SPLG2.1R GTACGGCTACCTTGTTACGAC 1494-1514  Urbach y col., 1992 
23S30R CTTCGCCTCTGTGTGCCTAGGT 30-52  Lépere y col., 2000 
a R (3’ → 5’) y F (5’ → 3’), designaciones empleadas para expresar la orientación de los cebadores en 
relación al ARNr. 
b posición con respecto a la secuencia nucleotídica del ADNr 16S o 23S de E. coli. 




Se realizó una secuenciación automática de ambas hebras de ADN mediante el 
sistema ABI Pris (Applied Biosystems) de terminadores fluorescentes Big Dye
TM
 y el 
instrumento de electroforesis multicapilar ABI 3730, en el Servicio de Secuenciación de 
ADN del Centro Nacional de Investigaciones Oncológicas (CNIO, Madrid). Los 




oligonucleótidos empleados fueron los mismos que para la amplificación por PCR de la 
región estudiada. 
El proceso de búsqueda de similitud entre las secuencias obtenidas y las de las bases 
de datos, se llevó a cabo mediante el programa BLASTN del National Center for 
Biotechnology Information (NCBI) componente de U.S. Nacional Institute of Health  
(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/BLAST). Se procesaron todas las secuencias generadas 
para corregir los errores producidos durante la secuenciación a través del programa 
informático BioEdit versión 5.0.9. (Hall, 1999). Finalmente, se compararon las 
secuencias con las publicadas en diferentes bases de datos mediante el programa 
BLASTN del NCBI, y el Servicio WU-BLAST del European Molecular Biology 
Laboratory (EMBL) (http://www.ebi.ac.uk/blast2/index.html). 
 
IV.5.3. Clonación de los fragmentos amplificados del gen ARNr 16S 
Los fragmentos amplificados de las muestras naturales se ligaron a un vector y 
con él se transformaron células de la bacteria Escherichia coli estirpe DH5-α  MC1022 
(Φ80dlacZ M15, endA1, recA1, hsdR17, supE44, thi-1, gyrA96, relA1, (lacZYA-





-T Easy Vector Systems (3015 bp) de Promega, que contiene el gen que 
confiere resistencia al antibiótico ampicilina. Este vector presenta los promotores de 
RNA polimerasa T7 y SP6 flanqueando a un región de clonación múltiple con varios 
sitios de reconocimiento de endonucleasas de restricción dentro de la región codificante 
del péptido α de la enzima β-galactosidasa (lacZ).  
El proceso de ligación se realizó según las recomendaciones del fabricante, 
presentes en el manual de instrucciones de cada sistema empleado.  
 
Medios de cultivo empleado para E.coli 
Para el cultivo de las cepas de E. coli se utilizó el medio LB (medio lisogénico) 
para bacterias (Bertani, 1951), al que se añadió 1.5% (p/v) de agar para su crecimiento 
en medio sólido, medio al que se denomina LA (medio lisogénico con agar). La 
composición de cada uno de ellos se describe en la tabla 9. Las soluciones se 
esterilizaron en un autoclave automático HA240M/300M Sulzer España, S.A. a 1.5 
Kg/cm
2
 de presión, durante 20 minutos a 121ºC, si el medio no contenía agar, o 15 
minutos a 115ºC, si llevaba agar. 
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Para el crecimiento de cultivos de bacterias (tanto en medio sólido como en 
medio líquido) se añadió una cierta cantidad de antibiótico, en este caso ampicilina a 




Tabla 9. Medios de cultivo utilizados para el cultivo de E .coli. (Bertani, G., 1951). 
 
Solución Componentes Cantidad añadida 
MEDIO 
LB 
Extracto de levadura (0.5% p/v) 
Triptona (1% p/v) 
NaCl (0.5% p/v) 











Igual composición que en el medio LB 






Preparación de bacterias competentes 
Las células competentes de E. coli DH5-α MC1022 se prepararon químicamente 
por el método de cloruro cálcico (Mandel e Higa, 1970), modificado posteriormente por 
Hanahan en 1983 para usar iones bivalentes. Las células de una colonia aislada de E. 
coli se inocularon en 3 ml de medio LB líquido y se mantuvieron a 37 ºC en agitación 
constante 250 rpm en un incubador Innova
TM
 4000 (New Brunswick Scientific) durante 
una noche. A continuación, se inocularon 200 ml de medio LB líquido con 1 ml del 
cultivo crecido durante una noche. El cultivo se mantuvo en agitación a 37ºC hasta 
alcanzar una absorbancia de 0.4-0.5 medida a 600 nm (aproximadamente 2 horas). A 
partir de este momento, tanto el cultivo como el material utilizado durante el proceso se 
mantuvieron en hielo. 
Se centrifugó el cultivo a 3.500 rpm durante 10 minutos a 4ºC.  Después de 
descartar el sobrenadante, el sedimento se resuspendió suavemente en 20 ml de solución 
TFBI, cuya composición química se describe a continuación: acetato potásico 30 mM 
pH 5.8, MnCl2 50 mM, CaCl2 10 mM, RbCl2 100 mM y glicerol 15%.  Transcurridos 10 
minutos de incubación en hielo, el cultivo se centrifugó a 3500 rpm a 4ºC durante 10 
minutos y posteriormente, se resuspendió el sedimento en 4 ml de solución TFBII. La 
composición química de la solución TFBII es la siguiente: MOPS 10 mM pH 7, CaCl2 
75 mM, RbCl2 10 mM y glicerol 15%. Finalmente, las células competentes se 
repartieron en alícuotas de 200 µl en tubos Eppendorf y rápidamente guardadas a -80ºC. 
 





Para transformar células de E. coli con el plásmido, se añadieron 10 l de 
mezcla de ligación (plásmido con el inserto de interés) a una alícuota de 200 l de 
células competentes de E. coli DH5  (Sambrook y col., 1989). Se incubó esta mezcla 
en hielo durante 20 minutos, para permitir que las moléculas de ADN entren en contacto 
con las células competentes y poder así pasar a su interior. Las células se sometieron a 
un choque térmico, que consistía en una incubación a 42 ºC sin agitación durante 2 
minutos, seguida de una incubación en hielo durante 10 minutos. Seguidamente, se 
añadieron 0,9 ml de medio LB líquido y se mantuvieron en agitación a 250 rpm durante 
una hora a 37 ºC en un incubador Innova
TM
 4000 (New Brunswick Scientific). 
Después del periodo de incubación, 100 l de la mezcla de transformación se 
añadieron a una placa de medio LB sólido con X-Gal y el antibiótico adecuado. El resto 
de la mezcla se centrifugó a 14000 rpm durante 30 segundos a temperatura ambiente. Se 
desechó la mayor parte del sobrenadante, dejando la cantidad suficiente que nos 
permitiera resuspender el sedimento y añadirlo a otra placa de manera similar a la 
anterior. Ambas placas se incubaron durante toda la noche en una estufa a 37 ºC. 
 
Obtención del fragmento clonado del gen ARNr 16S 
Para comprobar que el plásmido contiene el fragmento de interés, se empleó la 
técnica de PCR. De este modo, se inocularon las células de una sola colonia de E. coli 
DH5α con ayuda de palillos estériles y se añadieron en 25 µl de mezcla de reacción. A 
continuación, se realizó una PCR con los mismos cebadores utilizados inicialmente para 
la obtención del fragmento de interés modificando las condiciones descritas en el 
apartado IV.5.2: 94 ºC durante 20 minutos, seguido de 20 ciclos de: 94 ºC/ 45 s, 57 ºC/ 
45 s y 68 ºC/ 2 min, y una extensión final a 68 ºC/ 7 min. Los fragmentos amplificados 
se resolvieron por electroforesis en geles de agarosa al 1.5%, y se purificaron para la 
secuenciación conforme se describe en el apartado IV.5.2. El tamaño de los fragmentos 
amplificados fue verificado en un gel de agarosa al 1,5 %. Finalmente, se purificaron los 
productos amplificados con Real Clean Spin Kit (Real, Durviz, s.l.u., España) siguiendo 
las recomendaciones del fabricante y se secuenciaron. 
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IV.5.4. Estudios de biodiversidad de cianobacterias mediante el análisis del 
ARNr 16S  
Amplificación del gen que codifica para el ARNr 16S 
La amplificación del gen ARNr 16S de cianobacterias fue realizada de manera 
empleando el siguiente conjunto de oligonucleótidos iniciadores: CYA359 (Nübel y 
col., 1997) con una secuencia de 23 nucleótidos rica en GC 
(CCCGCCGCGCCCCGCCGCCCGCC) en su extremo 5’ necesaria para separar los 
fragmentos amplificados por TGGE, y 16S781Ra y 16S781Rb (Tabla 8), sintetizados 
comercialmente (Roche Applied Science, España). Las condiciones de la PCR se 
describen de la siguiente manera: 94 ºC durante 5 minutos, seguido de 35 ciclos de: 94 
ºC/ 1 min, 60 ºC/ 1 min y 72 ºC/ 1 min, y una extensión final a 72 ºC, que se amplió a 
20 minutos para prevenir la formación de artefactos que se pueden producir durante el 
proceso (Janse y col., 2004). Se preparó una mezcla de reacción que contenía: 2,5 µl de 
Buffer de PCR 10X, MgCl2 1,5 mM, 50 µM de cada deosinucleótido trifosfato, 10 pmol 
de cada cebador, suero de albúmina bovina (BSA) 1 mg.ml
-1
, 5 µl TaqMaster
TM
 PCR 
Enhancer 5x (Eppendorf, Alemania), 0,75 U Ultratools DNA polimerasa (Biotools, 
España), agua mili-Q estéril y 10 ng de ADN molde para un volumen final de reacción 
de 25 µl. La cuantificación de los fragmentos amplificados se realizó en geles de 
agarosa al 1.5%, utilizando como patrón un marcador de peso molecular 1 Kb Gene 
Ruler de MBL Biotools. 
 
Utilización de TGGE en la separación de los amplicones del gen ARNr 16S  
Los fragmentos amplificados por PCR de las distintas cianobacterias se 
resolvieron por electroforesis en geles desnaturalizantes por gradiente térmico, según las 
especificaciones del fabricante. 
Para la preparación del gel se disolvieron en agua destilada 32,46 g de urea 
(concentración final 8M), 1,59 ml de glicerol al 85%, 1,35 ml de Buffer TAE 50x, 
8,4375 ml de acrilamida/bis-acrilamida [40% (29:1)] (BioRad Laboratories) y 13,5 ml 
de formamida desionizada para alcanzar una concentración final del 20%. Finalmente, 
se añadieron a la solución, previamente esterilizada con filtros de acetato de celulosa 
filtros (0,2 μm), 160 μl de persulfato amónico al 10% (Sigma, Sigma-Aldrich) y 85 μl 
de TEMED (Fluka, Sigma-Aldrich) para la polimerización del gel. Las muestras se 
mezclaron con el tampón de carga (Triton-X 100 0,1%, azul de bromofenol 0,01% (p/v) 
y EDTA 2mM disueltos en buffer TAE). La electroforesis se realizó a 130 V durante 16 




horas en el sistema TGGE Maxi (Biometra, Alemania) bajo un gradiente de temperatura 
de 38.5 ºC a 49 ºC. 
La visualización de las bandas se llevó a cabo mediante la tinción de los geles de 
poliacrilamida con nitrato de plata siguiendo el método descrito por Sanguinetti, y col. 
(1994). Para ello las muestras se fijaron con una solución de ácido acético glacial 0,5% 
(v/v) y etanol 10% (v/v) durante 3 minutos antes de teñir los geles de poliacrilamida con 
una solución de nitrato de plata al 0,2% (p/v) durante aproximadamente media hora. A 
continuación, se lavaron los geles dos veces con agua destilada (el primer lavado de 10 
segundos y el segundo de 5 segundos). Posteriormente, se incubó el gel en solución de 
revelado (hidróxido sódico 3% y formaldehído 0,5%) hasta la visualización de las 
bandas (aproximadamente 5 min). Después de la tinción, los geles se incubaron en 
solución fijadora durante 5 min y lavados con agua mili-Q durante 10 min con el fin de 
mantener un registro permanente del experimento. Finalmente, los geles se colocaron en 
una placa de cristal cubiertos con papel transparente y se dejaron secar al menos durante 
24 h. Los geles se fotografiaron con una cámara digital marca Nikon coolpix 995. 
 
Recuperación de los amplicones de los geles de poliacrilamida. 
Las bandas de interés obtenidas mediante TGGE se seleccionaron y se 
escindieron del gel de poliacrilamida con la ayuda de una lámina de bisturí quirúrgico 
esterilizada. Estas bandas se incubaron en 100 µl de una solución de Tris-HCl 10 mM, 
KCl 50 mM, MgCl2 1,5 mM y Triton® X-100 0,1% pH 9 a 95ºC durante 20 min. 
Después de centrifugar las muestras durante 1 min a 13000 rpm, se reamplificó 1 µl del 
ADN eluído de cada banda de TGGE siguiendo las condiciones ya descritas en el 
apartado IV.5.4., utilizando los oligonucleótidos CYA359F sin la secuencia rica en GC 
en el extremo 5’, necesario sólo para separar los fragmentos amplificados en TGGE y 
16S781Ra o 16S781Rb (Tabla 8). Los fragmentos amplificados por PCR se resolvieron 
por electroforesis en geles horizontales de agarosa al 1,5%. Finalmente, se purificaron 
los productos amplificados con Real Clean Spin Kit (Real, Durviz, s.l.u., España) 
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IV.5.5. Procesamiento y análisis filogenético de las secuencias obtenidas 
Las secuencias obtenidas se procesaron  para eliminar errores producidos 
durante la secuenciación y las posibles contaminaciones, como segmentos de secuencia 
del vector empleado para clonar algunas de las secuencias obtenidas. Posteriormente, se 
compararon las secuencias con las depositadas en la base de datos del GenBank del 
Nacional Center for Biotechnology Information (NCBI), utilizando la herramienta de 
Basic Local Alignment and Search Tool (BLAST) (Altschul y col., 1990). Mediante 
este programa podemos visualizar la similitud que presenta nuestra secuencia con otras 
especies de cianobacterias. 
Durante la amplificación por PCR y secuenciación se pueden introducir a veces 
artefactos. Los errores comunes que se podrían producir son la formación de quimeras, 
una pobre secuenciación o un pobre ensamblaje de las secuencias. Las anomalías no 
detectadas pueden conllevar a la formación de árboles filogenéticos, que nos 
proporcionan una falsa impresión de la diversidad de las especies y una confusa 
clasificación e identificación de las mismas. Para identificar de forma simultánea las 
secuencias anómalas del gen ARNr 16S, se empleó el programa Mallard versión 1.02 
(Ashelford, 2006) (disponible en www.cardiff.ac.uk/biosi/research/biosoft). 
Posteriormente, se procedió al alineamiento múltiple de las secuencias 
obtenidas, con otras seleccionadas de las bases de datos mediante el programa Clustal 
W 1.4 (Thompson y col., 1994). El ajuste de los extremos de las secuencias de ADN, se 
realizó con la ayuda del programa GenDoc versión 2.6.002 (Nicholas y col. 1997). Los 
árboles filogenéticos se generaron por el método de neighbour-joining (NJ) (Saitou y 
Nei, 1987) usando la matriz de Tajima y Nei (1984) para calcular la distancia evolutiva.  
Para comprobar  la validez de este análisis, se construyeron árboles filogenéticos 
adicionales por maximum-parsimony (MP) y maximum-likelihood (ML). Los árboles 
filogenéticos de NJ y MP se obtuvieron con el programa MEGA versión 4 (Tamura y 
col, 2007) y el  árbol de ML mediante el servidor PhylML 3.0 (Chun y col., 2007) 
accesible en http://atgc.lirmm.fr/phyml/.  El cálculo de la significación estadística de las 
similitudes entre las secuencias se obtuvo mediante el test de bootstrap de Felsenstein 
(1985) para 1000 replicas. Los árboles filogenéticos constan de las secuencias 
determinadas en este estudio junto con secuencias de especies relacionadas, que han 
sido seleccionadas de las bases de datos utilizando el programa BLAST. 
 
 




IV.6. TRATAMIENTO Y ANÁLISIS ESTADÍSTICO DE LOS DATOS 
IV.6.1. ANÁLISIS DE LOS EXPERIMENTOS ECOFISIOLÓGICOS DE 
COMPETENCIA 
Los valores de crecimiento bajo distintas concentraciones de nutrientes fueron 
analizados mediante el programa SigmaPlot 9.0 y con el programa estadístico 
SigmaStat integrado. Para determinar la existencia o no de diferencias significativas en 
el crecimiento de cada cianobacteria, se empleó un análisis de la varianza aplicando un 
ANOVA (Test Student-Newman-Keuls). 
IV.6.2. ANÁLISIS DIGITAL DE LOS GELES DE TGGE 
Los geles fueron fotografiados digitalmente y analizados mediante el programa Quantity 
One de Bio-Rad Lab. (Hercules, CA, EE.UU). Después de la eliminación del ruido de 
fondo, las bandas fueron detectadas y estandarizadas mediante el método del disco 
rodante con el patrón de referencia incluido, de acuerdo a las instrucciones del programa 
utilizado. Cada banda fue descrita en función de su posición estandarizada y su 
intensidad relativa, medida como la superficie relativa del pico de la banda, dividida 
entre la suma de las superficies de todos los picos en el perfil.  
Los datos obtenidos de abundancias y posiciones relativas fueron utilizados para 
realizar, por un lado, el análisis de correspondencia (CA) con el fin de poder representar 
las relaciones entre los distintos perfiles en dos dimensiones. El CA está bien adaptado a 
los datos de abundancias, dado que se basa en un modelo que asume una distribución 
unimodal de las especies a lo largo de los gradientes ambientales (Ter Braak, 1985; 
Legendre y Legendre, 1998). En segundo lugar, se realizó un análisis de 
correspondencias canónicas (CCA) el cual proporciona una estimación de los efectos de 
las variables ambientales sobre las comunidades biológicas. Permite por tanto, 
identificar gradientes ambientales, y en concreto, determinar cuáles de las variables 
ambientales son relevantes en la composición de las comunidades (Ter Braak, 1986). El 
soporte estadístico se realizó mediante el Test de Montecarlo. Ambos análisis se 
llevaron a cabo mediante el paquete estadístico CANOCO (Ter Braak, 1991), versión 
4.5.  
Posteriormente, con el fin de estimar el efecto global de los distintos tratamientos, 
los datos fueron también utilizados para realizar agrupamientos jerárquicos 
aglomerativos (HAC), empleando en este caso, el índice de distancias de Jaccard. 
Principalmente está destinado para la agrupación de los datos de presencia-ausencia y 
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abundancia de especies, calculando distancias de Jaccard entre las columnas de un 0-1 
de la matriz. La distancia de Jaccard entre dos especies es de 1 - (número de regiones en 
las que ambas especies están presentes)/(número de regiones en las que al menos una 
especie está presente). Los agrupamientos se realizaron con  el método de agrupamiento 
pareado no ponderado utilizando la media aritmética (UPGMA, Sneath y Sokal, 1973), 
basado en las medias de las disimilitudes chi-cuadrado entre los tratamientos. Para 
calcular  los agrupamientos significativos en los dendogramas, se aplicó el algoritmo de 
K-Means (McQueen, 1967) para una correcta configuración de los distintos “cluster” o 
agrupamientos gracias al paquete estadístico XLSTAT. Finalmente, los  dendogramas 
se determinaron automáticamente mediante R (entorno de software libre para la 
estadística y computación gráfica; versión 2.11.1) con el paquete prabclus (Hennig, C y 
col, 2004) que realiza agrupamientos de especie a partir de una matriz de distancias de 
presencia-ausencia, y  con el  paquete phangorn (Lockhart, PJ y col, 1994) el cual 
permite estimar  los árboles filogenéticos utilizando diferentes métodos de 
reconstrucción (UPGMA para árboles con raíces o, alternativamente Neighbor Joining, 
sin raíces). Para estimar la relación entre la riqueza de genotipos de cianobacterias 
(bandas de TGGE) y las concentraciones de nutrientes en los puntos de muestreo se 
llevaron a cabo una serie de regresiones no lineales utilizando el programa SigmaPlot 
9.0 con el programa estadístico SigmaStat integrado. El test estadístico aplicado fue el 
de Durbin-Watson. 
En cuanto a la diversidad de los perfiles genéticos, se calculó utilizando el índice 
de Diversidad de Shannon (Shannon & Weaver, 1963) de acuerdo con la fórmula:  
 
Donde Pi representa la proporción de una banda en particular y S es el número 
total de bandas en el perfil. Las posibles diferencias significativas entre los puntos de 
muestreo y a nivel estacional, se calcularon mediante un análisis de la varianza 
aplicando un ANOVA (Test de Tukey) mediante el software SigmaPlot 9.0 con el 
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I. ABUNDANCIA Y ESTRUCTURA DE LA COMUNIDAD DE 
CIANOBACTERIAS EN RELACIÓN CON LA CALIDAD DEL AGUA DEL RÍO 
GUADARRRAMA. 
 
I.1. Características físico-químicas del agua del río Guadarrama: calidad del 
agua.  
 
A continuación se muestran los resultados correspondientes a  la evolución 
espacio-temporal de los parámetros físico-químicos más destacables medidos a lo largo 
de las distintas campañas de muestreo realizadas en el río Guadarrama (Fig. 13 y Fig. 
14).  
 Caudal del río. La figura 13.A  muestra que el mayor caudal correspondió al 
otoño del 2006 y el menor al verano del 2007. En cuanto a diferencias entre puntos, el 
caudal resultó siempre mayor en el punto GU3, seguido del punto GU2 y, por último, 
con un caudal muy escaso, GU1. Los caudales medios en los tres puntos de muestreo 
fueron de 2.14 m
3
/s en GU1, 28.3 en GU2 y 34.74 en GU3. En comparación con otros 
años, se puede decir que los caudales han sido bastante abundantes debido a que este 
año las precipitaciones han sido muy intensas. 
   Oxígeno disuelto (% saturación). En general, como se puede observar en la 
figura 13.B, existe una disminución aguas abajo de la saturación de oxígeno, de manera 
que el punto GU1 presentó siempre una mayor saturación, seguido de GU2 y GU3. El 
% de saturación en el GU1 fue mayor en el invierno de 2007, permaneciendo estable el 
resto de las campañas excepto en verano. En esta estación, el punto GU1 presentó un 
valor menor de saturación de oxígeno debido a que apenas llevaba agua y el caudal era 
escaso. Los valores en GU2 y GU3 permanecieron estables, excepto en primavera y 
verano que disminuyeron ligeramente. El valor medio de saturación de oxígeno en los 
distintos puntos fue de 80.6% en GU1, 78% en GU2 y 65.5% en GU3. 
  Conductividad. En la figura 13.C se observan los cambios en esta variable 
siendo el mayor valor el de verano, siguiéndole la primavera. Comparando entre puntos, 
se puede decir que existe una tendencia creciente aguas abajo, siendo GU3 el punto que 
presentó un mayor valor de conductividad. La conductividad media de los distintos 
puntos fue la siguiente de 152.12 µS/cm en GU1, 424 en GU2 y 462.5 en GU3. 





Figura 13. Evolución espacio temporal de las variables físico-químicas del agua del río 
Guadarrama: Caudal (A), Oxígeno disuelto (B), Conductividad (C), Dureza debida al calcio (D),  
Temperatura del agua (E) y pH (F).  































































































































Dureza debida al calcio. El valor de dureza del agua debida al calcio se puede 
ver en la figura 13.D. Los valores más altos se observaron en verano, correspondiendo 
el menor al otoño de 2006. En cuanto a la evolución espacial, se observó un aumento de 
la dureza aguas abajo, siendo GU3 el punto que presentó los valores más altos. Los 
valores medios de dureza debida al calcio fueron de 32.4 mg de CaCO3 / l en GU1, 88.2 
en GU2 y 111.7 en GU3. 
Temperatura del agua. La evolución estacional de la temperatura del agua 
(Fig. 13.E), muestra que la primavera y el verano son las estaciones en las que el agua 
presentó mayor temperatura, como era de esperar. En término medio, la temperatura en 
GU1 fue 12.1 ºC, en GU2 14 ºC y en GU3 12.5 ºC, presentando el GU2 el valor más 
alto. 
pH. Como se puede observar en la figura 13.F  el valor de pH fue relativamente 
estable  en los diferentes puntos de muestreo como a nivel estacional. Presentó 
pequeñas fluctuaciones rondando siempre la neutralidad, aumentando ligeramente aguas 
abajo. El valor medio de pH en los distintos puntos de muestreo fue de 6.61 en GU1, 
7.37 en GU2 y 7.34 en GU3.  
Nitrógeno Inorgánico. La figura 14 ilustra el contenido en nitrógeno inorgánico 





 (Fig. 14.C) y N-NH4
+
 (Fig. 14.D). La concentración de NID 
resultó mayor en verano, observándose los valores menores en primavera, invierno y 
otoño sucesivamente. Se pueden ver diferencias entre puntos, de manera que GU3 y 
GU2 presentaron valores muy similares, siendo los de GU2 algo mayores. El valor en 
GU1 fue siempre mucho menor que en los otros puntos, con valores casi inapreciables. 
Los valores medios de NID fueron de 0.07 mg NID / l en GU1, 5.1 en GU2 y 4.1 en 
GU3. Además se puede observar (Fig. 10.C) que el nitrato es la especie química que 
más contribuye al NID (en especial en verano), siendo los nitritos los que menos. La 
concentración de amonio sin embargo es mucho menor, encontrándose los valores más 
altos en primavera. 
 





Figura 14. Evolución espacio temporal de los nutrientes del agua del río Guadarrama: nitrógeno 
de nitratos (N-NO2
-
) (C), nitrógeno de nitritos (N-NO3
-
) (B), Nitrógeno de amonio (N-NH4
+
) (D),  
nitrógeno inorgánico disuelto (NID) (A) como suma de los otros tres y la concentración de fósforo 
como Fósforo reactivo soluble (PRS) (E). 
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Fósforo. En la figura 14.E se muestra el contenido en fósforo medido como 
Fósforo Reactivo Soluble (PRS, P-PO4
3-
). Los valores mayores se observaron en verano 
y primavera con valores muy similares, y los más bajos en invierno y otoño de 2006, 
con apenas diferencias entre ambas estaciones. Aún así se puede observar una ligera 
diferencia entre los valores más altos en las estaciones calurosas con respecto a las más 
frías. En cuanto a las variaciones espaciales de este parámetro, el punto GU3, el más 
alejado de cabecera, fue el que presentó en general valores más altos de PRS, 
presentando GU2 valores ligeramente inferiores (excepto en invierno) y GU1 valores 
muy bajos. Los valores medios PRS de los distintos puntos se muestran a continuación: 
0.05 mg/l PRS en GU1, 0.62 en GU2 y 0.75 en GU3. 
 
I.2. Descripción de las especies de cianobacterias epilíticas en el río 
Guadarrama: identificación taxonómica. 
 
Con el fin de identificar las especies de cianobacterias del epiliton procedente 
del río Guadarrama, se llevo a cabo en primer lugar un abordaje desde el punto de vista 
morfológico, en donde se observaron al microscopio óptico diferentes parámetros 
morfológicos (forma de la colonia, color, tamaño de las células vegetativas, heterocistos 
y su localización, presencia o no de acinetos, etc.), basándonos en la taxonomía 
tradicional. Las especies fueron identificadas utilizando tanto los cultivos en placa como 
las muestras de extracto de epiliton fijadas con formol.  
 En total se han descrito 17 especies en los puntos seleccionados y en las cuatro 
campañas de muestreo en el río Guadarrama. Así, en la tabla 10 se enumeran las 
especies encontradas separadas por órdenes y familias. A continuación se realiza una 
descripción a nivel macroscópico y microscópico de las especies encontradas 
pertenecientes a los distintos órdenes: Chroococcales (Tabla 11; Figs. 15 y 18), 
Oscillatoriales (Tabla 12; Figs. 16 y 18) y Nostocales (Tabla 13; Figs. 17 y 18). 
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Tabla 10.  Especies de cianobacterias encontradas en el epiliton del río Guadarrama agrupadas por órdenes y familias. 
ORDEN CHROOCOCCALES 
MYCROCYSTACEAE CHROOCOCCACEAE CHAMAESIPHONACEAE 
- Aphanocapsa muscícola (Fig. 15, A y Fig. 18, A) 
(MENEGH.) WILLE 
- Aphanocapsa rivularis (Fig. 15, B) 
(CARM.) RABENH. 
- Pleurocaspsa minor (Fig. 15, C) 
(BREB.) KOM. et ANAGN. 
- Synechococcus elongatus  (Fig. 15, D) 




- Chroococcus minutus (Fig. 15, E y Fig. 18, B) 
   (KÜTZ.) NÄG. 
 
- Chamaesiphon investiens (Fig. 15, F y Fig. 18, C) 
SKUJA 
- Chroococcus polymorphus (Fig. 18, D) 
    (ROSTAFIN.) HANSG. 
ORDEN OSCILLATORIALES 
PSEUDANABAENACEAE PHORMIDIACEAE 
- Pseudanabaena catenata LAUTERBORN  (Fig. 16, C) 
- Leptolyngbya tenuis  (GOM.) ANAGN. et KOM.  (Fig. 16, F) 
- Leptolyngbya boryana  ANAGN. et KOM. (Fig. 16, A y Fig. 18, E)   
- Leptolyngbya nostocorum  (Fig. 16, B) 
   (BORN. ex GOM.) ANAGN. et KOM.   
 
- Phormidium sp.  (Fig. 16, D y Fig. 18, F) 
(GOM.) ANAGN. et KOM. 
- Phormidium autumnale  (Fig. 16, E) 




- Nostoc carneum  (Fig. 17, A y Fig. 18, G) 
   AG. ex BORN. et FLAH. 
- Nostoc piscinale  (Fig. 17, C) 
   KÜTZ. 
- Nostoc punctiforme  (Fig. 17, B) 
   (KÜTZ.) HAR 
 
                             - Tolypothrix penicillata  THUR. (Fig. 17, D y Fig. 18, H) 
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Tabla 11. Descripción de las especies de cianobacterias del orden Chroococcales encontradas en el epiliton del río Guadarrama.  En negrita aparecen aquellas que 
han sido aisladas en este estudio. Ø= diámetro célula. A= ancho de célula; L= largo de célula. 
 
Especie Nº Col. * Dimensiones Descripción colonia Descripción microscópica Fotos 
Aphanocapsa muscicola UAM 385 2.1-4.2 µm Ø 
Colonia pequeña verde-azulada 
compacta 
Células redondeadas o ligeramente achatadas. Grupos de 2 células. 
Color verde-azulado intenso. 
Fig. 15, A 
Fig. 18, A     
Aphanocapsa rivularis UAM 390 0.8-4.8 µm Ø 
Marronácea mucosa o con 
punteado verde-azulado oscuro 
Células redondeadas o ligeramente achatadas. Grupos de 2 células. 
Color marronáceo o verde- azulado intenso. 
Fig. 15, B   
Pleurocapsa minor UAM 388 4.2-9.3 µm Ø Mucosa marronácea casi negra 
Células irregularmente esféricas rodeadas por una envuelta fina. 
Color marrón o negro. 
Fig. 15, C   
Synechococcus elongatus UAM 406 
A: 0.6-1.36 µm                   
L= 2.94-6.7 µm 
Extendida y disgregable. Color 
azulado brillante 
Células alargadas a veces formando pseudofilamentos de 3-4 células. 
Color verde-azulado pálido. 
Fig. 15, D  
Chroococcus minutus - 4.2-5.9 µm Ø 
Matriz gelatinosa incolora con 
punteado marrón. A veces sin 
colonia. 
Células esféricas o hemiesféricas solitarias o en grupos de 2 a 8 
células, rodeadas por una vaina homogénea. Color verde-azulado. 
Fig. 15, E  
Fig. 18, B     
Chamaesiphon investiens UAM 386 
Exocito: 2.94-3.78 µm 
Ø                              
Célula:                                 
A: 4.2-6.0 µm                        
L= 5.9-9.2 µm 
Colonia marronácea casi negra 
formando bolas rígidas 
Célula vegetativa alargada con bordes redondeados con uno o varios 
exocitos. Pseudovagina fina. Color verde oscuro o marronáceo. 
Fig. 15, F  
Fig. 18, C     
Chamaesiphon polymorphus - 
Exocito: 3.2-4.8 µm Ø                                        
Célula:                                 
A: 3.2-7 µm                                 
L= 4.3-5.2 µm 
Nunca se ha visto en colonia 
Células elipsoidales o redondas, a veces ligeramente poligonales con 
1-3 exocitos. Aparecen formando grupos irregulares. Pseudovagina 
fina. Color verde oscuro o marronáceo. 
Fig. 18, D   
* UAM, Colección de cultivos UAM, Universidad Autónoma de Madrid 
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Tabla 12. Descripción de las especies de cianobacterias del orden Oscillatoriales encontradas en el epiliton del río Guadarrama.  En negrita aparecen aquellas que 
han sido aisladas en este estudio. A= ancho de célula; L= largo de célula. 
 




A: 2.1-3.2µm                  
L= 1.2-3.6 µm 
Extendida, formada por filamentos finos 
distinguibles. Color verde-azulado intenso o 
pálido 
Filamentos largos y flexibles, de vaina visible, a veces gruesa y 
separada del filamento. Células cuadradas a alargadas, 
ligeramente constrictas. Célula final redondeada. Abundantes 
falsas ramificaciones. 
 Fig. 16, A    




A: 1.2-2 µm                  
L= 1.26-3.8 µm 
Mancha verde-azulada intensa o amarillenta, 
incrustada en el agar. Filamentos muy finos a 
veces diferenciables. 
Filamentos largos y flexibles de vaina fina pegada al tricoma. 
Células desde cuadradas a alargadas, ligeramente constrictas. 
Célula final redondeada. Ramificaciones poco frecuentes. 
Fig. 16, B  
Leptolyngbya tenuis - 
A: 0.8-2.1 µm                  
L= 1.6-5 µm 
Colonia mucosa de filamentos no 
distinguibles. Color verde pálido. Muchas 
veces sin colonia. 
Filamentos largos, flexibles y finos. Vaina muy fina y pegada al 
filamento. Células alargadas, ligeramente o nada constrictas. 
Final redondeado, raramente cónico. 




A: 1.47-2.4 µm                  
L= 1.68-5.2 µm 
Extendida, formada por filamentos 
agrupados, a veces mucosa. Color verde-
azulado brillante, marrón y violáceo. 
Filamentos cortos de hasta 10 células rectangulares no 
constrictas, de finales a veces redondeados. Células separadas por 
aerotopos. Color verde-azulado o pálido. 
Fig. 16, C  
Phormidium sp. UAM 361 
A: 5-6.7 µm                  
L=2.3-5.3 µm 
Filamentos largos y gruesos extendidos por la 
placa formando rizos. Color verde-azulado 
intenso a verde pardo. 
Filamentos largos y rectos, a veces curvados al final, con vaina 
fina. Células cuadradas ligeramente constrictas. Célula apical 
capitada, redondeada y con caliptra. 
Fig. 16, D 




A: 5-6.6 µm                  
L=2.3-3.7 µm 
Filamentos largos y finos agrupados y 
extendidos por la placa, a veces rizados. 
Color verde-azulado intenso o pardo. 
Filamentos largos y flexibles con vaina fina. Células cortas no 
constrictas. Final redondeado o ligeramente apuntado. No se ha 
observado caliptra. 
Fig. 16, E  
* UAM, Colección de cultivos UAM, Universidad Autónoma de Madrid 
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Tabla 13. Descripción de las especies de cianobacterias del orden Nostocales encontradas en el epiliton del río Guadarrama.  En negrita aparecen aquellas que han 
sido aisladas en este estudio. Ø= diámetro célula. A= ancho de célula; L= largo de célula. 
 




Célula:  A: 3.36-4.5 µm      L: 2.1-6.4 µm                   
Heterocisto:  A: 4.56-5.88 µm     L: 4.2-6.2 µm                   
Acineto:  A: 4.2-6.8  µm     L: 5.4-8.1 µm 
Aspecto globoso, superficie irregular. 
Color verde oscuro brillante o 
marronáceo. 
Filamentos de células esféricas o más largas que anchas 
y constrictas. Heterocistos desde esféricos hasta 
elipsoidales. Acinetos globosos desde esféricos hasta 
elipsoidales, solitarios o en cadenas. 
Fig. 17, A      




Célula:   Ø: 3.78-4.2 µm                                  
Heterocisto:   Ø: 3.78-5.4 µm                               
Acineto:   A: 4.62-5.46 µm  L: 5.8-6.3 µm   
Bola o bolas lisas desde verde muy 
oscuro hasta negro, brillante. 
Filamentos a veces muy compactos en vainas gruesas 
con el heterocisto hacia el exterior. Células vegetativas 
y heterocistos esféricos y acinetos  en general más 
largos que anchos, generalmente solitarios. 




Célula: Ø: 2.52-5.6 µm                                 
Heterocisto: Ø: 4.56-6.4 µm                                
Acineto:  Ø: 5.6-7.1 µm                                                 
Bola o bolas de superficie rugosa con 
extensión de filamentos alrededor. Color 
verde a marrón brillante. 
Filamentos de células muy constrictas. Células, 
heterocistos y acinetos esféricos o ligeramente ovoides. 
Acinetos solitarios o en cadena. 




Filamento: ABASE: 12-18 µm AMEDIO: 10-12 µm           
Tricoma: ABASE: 10-11.3 µm  LBASE: 2.1-10 µm                                     
AMEDIO: 6.3-9 µm       LMEDIO: 2.5-9 µm        
Heterocisto:  A: 7.9-12.6 µm     L: 8.8-15.1 µm         
Acineto:    A: 7-18 µm    L: 7.5-18 µm 
Filamentos verde-azulados individuales o 
en pequeños grupos o tapiz desde verde-
azulado intenso a marrón brillante 
formado por agrupación de filamentos. 
Abundantes ramificaciones. 
Filamentos con numerosas falsas ramas, con vaina que 
cierra el filamento. Células muy constrictas, achatadas. 
Heterocistos apicales e intercalares. Acinetos esféricos 
o ligeramente alargados, muchas veces junto al 
heterocisto, o sueltos o en pares. 
Fig. 17, D      
Fig. 18, H     
* UAM, Colección de cultivos UAM, Universidad Autónoma de Madrid 






Figura 15. Microfotografías de las cianobacterias pertenecientes al orden Chroococcales 
encontradas en el río Guadarrama y caracterizadas morfológicamente en este estudio. (A)  
Aphanocapsa muscicola UAM 385; (B) Aphanocapsa rivularis UAM 390; (C) Pleurocapsa minor 
UAM 388; (D) Synechococcus elongatus UAM 406; (E) Chroococcus minutus y (F) Chamaesiphon 
investiens UAM 386, donde se muestra un exocito; (G-L) Aspecto de la colonia encontrada en placa 
de cada cepa respectivamente. Abreviatura: ex- exocito. Escala línea continua= 10µm; escala línea 
discontínua=1mm. 







Figura 16. Microfotografías de las cianobacterias pertenecientes al orden Oscillatoriales 
encontradas en el río Guadarrama y caracterizadas morfológicamente en este estudio. (A)  
Leptolyngbya boryana UAM 391; (B) Leptolyngbya nostocorum UAM 387; (C) Pseudanabaena 
catenata UAM 412; (D) Phormidium sp. UAM 361; (E) Phormidium autumnale, donde se muestra en 
detalle un filamento con caliptra. (F) Leptolyngbya tenuis; (G-L). Aspecto de la colonia encontrada 
en placa de cada cepa respectivamente. Abreviaturas: ca- caliptra. Escala línea continua= 10µm; 
escala línea discontínua= 2 mm. 
 













Figura 17. Microfotografías de las cianobacterias pertenecientes al orden Nostocales encontradas 
en el río Guadarrama y caracterizadas morfológicamente en este estudio. (A)  Nostoc carneum 
UAM 389, donde se observa la diferenciación de un acineto; (B) Nostoc punctiforme UAM 393. En 
la misma foto se muestra en detalle un filamento joven. (C) Nostoc piscinale UAM 394, donde se 
observan varios heterocistos; (D) Tolypothrix penicillata UAM 392; (E-H) Aspecto de la colonia 
encontrada en placa de cada aislado respectivamente. Abreviaturas: a- acineto; h-heterocisto; ho-
hormogonio. Escala línea continua= 10µm; escala línea discontínua=1mm. 
 







Figura 18. Microfotografías de alguna de las cianobacterias encontradas en las muestras de epiliton 
del río Guadarrama observadas con epifluorescencia al microscopio. (A) Aphanocapsa muscicola; 
(B) Chroococcus minutus; (C) Chamaesiphon investiens; (D) Chamaesiphon polymorphus; (E)  
Leptolyngbya boryana; (F) Phormidium sp.; (G) Nostoc carneum y (H) Tolypothrix penicillata. 
Escala= 10µm. 




I.3. Estructura y distribución de la comunidad de cianobacterias. 
 
 Una vez identificadas las cianobacterias procedentes del epiliton, se llevó a 
cabo el análisis de la evolución espacio-temporal de la riqueza específica de la 
comunidad de cianobacterias del río Guadarrama. La estimación se llevó a cabo 
mediante el recuento directo de presencias de cianobacterias en el extracto de epiliton. 
En la figura 19 se muestra el número de especies encontradas en los distintos puntos y 
en las distintas campañas de muestreo, discriminando entre los distintos órdenes 
taxonómicos.  
 
Figura 19. Evolución espacio-temporal de la riqueza específica de cianobacterias en el río 
Guadarrama agrupada por órdenes. 
 
Como se puede ver (Fig. 19), el número máximo de especies encontradas en un 
punto es de 15 y los órdenes que incluyen más especies son Chroococcales y 
Oscillatoriales. Además, generalmente, el punto GU1 presentó mayor riqueza específica 
que el GU2 y éste a su vez mayor que el GU3. Además al observar la riqueza por 
órdenes el punto GU1 presentó una mayor riqueza de especies pertenecientes a los 


















































Oscillatoriales variable según la estación. Analizando esta riqueza por la capacidad de 
las especies de diferenciar heterocistos el punto GU1 presentó de nuevo mayor riqueza 
de especies con heterocistos que GU2 y GU3, mostrando los puntos GU2 y GU3 una 
riqueza similar.  Estos valores permiten decir que las especies del orden Chroococcales 
como las Oscillatoriales son mayoritarias, presentando variaciones en cuanto a su 
distribución espacial debida a cambios en la calidad del agua que serán comentados más 
adelante. El orden Nostocales es el que presenta menor número de especies sujetas 
además a mayor variabilidad estacional y con una clara disminución en los puntos aguas 
abajo.  
 La riqueza específica y la abundancia de cianobacterias son dos parámetros que 
definen la comunidad biológica de los distintos puntos de muestreo y que son 
interesantes relacionar. Con la intención de determinar las variaciones en la diversidad 
de esta comunidad relacionadas con los cambios ya descritos en la calidad del agua del 
río Guadarrama, se estudió la evolución espacio temporal de la abundancia relativa de 
las distintas especies de cianobacterias descritas (Fig. 20). La abundancia relativa de 
cada especie se calculó como el porcentaje de abundancia que presenta una especie con 
respecto al total de la muestra. Para facilitar la visualización de los datos, se han 
utilizado las clases de cobertura propuestas por Necchi Jr. y colaboradores (1991), con 
una pequeña modificación al incluir los datos de presencia en cultivo: 
 
 0: Especie que no aparece 
 1: <1% de abundancia o especie vista sólo en placa. Denominación: “rara” 
 2: 1-10% de la abundancia. Denominación: “escasa” 
 3: 11-25% de abundancia. Denominación: “común” 
 4: 26-50% de la abundancia. Denominación: “abundante” 
 5: 51-75% de la abundancia. Denominación “predominante” 
 6: 76-100% de la abundancia. Denominación: “dominante” 
  
En dicha figura (Fig. 20) se puede observar de forma clara la composición de la 
comunidad de cianobacterias de los distintos puntos de muestreo. Esta comunidad en el 
punto GU1 es muy estable en el tiempo y no se nota dominancia clara de ninguna 
especie (todas las especies presentan abundancia entre común y escasa). 
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Sin embargo, hay que destacar que las cianobacetrias con heteroscistos presentan mayor 
abundancia en este punto en comparación con el resto. De hecho, en GU2, de las cuatro 
especies con heterocistos, sólo Nostoc piscinale se ha descrito como escasa 
catalogándose el resto como rara. En GU3, sólo se ha visto la presencia de Nostoc 
carneum catalogada como escasa.  En el punto GU2 (Fig. 20, B), y especialmente en 
GU3 (Fig. 20, C) se puede observar la dominancia de algunas especies, presentando las 
demás menor abundancia. Véase por ejemplo cómo sobresale en lo puntos GU2 y GU3 
la abundancia de Aphanocapsa rivularis, Chamaesiphom polymorphus, Synechococcus 
elongatus  y Phormidium autumnale. Además, se observó que algunas especies no 
aparecieron en todos los puntos de muestreo. Chroococcus minutus, Leptolyngbya 
tenuis y Chamaesiphon investiens y las cianobacterias heterocistosas (excepto Nosctoc 
carneum) fueron vistas sólo en GU1 y en GU2 definidas como raras, y Phormidium sp. 
fue observada solamente en GU2 y GU3. Así, podemos distinguir entre tres grupos de 
especies en función de su tolerancia a la contaminación: 
 
 Especies sensibles, que desaparecen o disminuyen su abundancia en puntos 
contaminados: Tolypothrix penicillata, Chroococcus minutus y Leptolyngbya 
tenuis son las especies más sensibles a incrementos en la eutrofización de las 
aguas. Nostoc punctiforme, Nostoc piscinale, Nostoc carneum, Pleurocapsa 
minor, Chamaesiphon investiens y Leptolyngbya nostocorum son especies 
sensibles pero en menor medida que las anteriores, al no aparecer en GU3 
(excepto P. minor) aunque sí en GU2. En general, las especies del orden 
Nostocales son especies relativamente sensibles ya que disminuyen su 
abundancia en los puntos GU2 y GU3 (dándose probablemente en formas de 
resistencia).  
 Especies tolerantes, que aparecen tanto en puntos oligotróficos como eutróficos, 
pero aumentan algo su abundancia en los puntos contaminados: Aphanocapsa 
muscicola, Pseudanabaena catenata y Leptolyngbya boryana. 
 Especies características de puntos contaminados, es decir, que aparecen  
principalmente y en gran abundancia en condiciones eutróficas-hipertróficas: 
Aphanocapsa rivularis, Chamaesiphon polymorphus, Synechococcus elongatus 
y Phormidium autumnale. La más destacada es  Phormidium sp. que no se 
observó nunca en el punto GU1.   




I.4. Caracterización genética y análisis filogenético de las cianobacterias   
aisladas. 
 
 Con el objetivo de caracterizar genéticamente las distintas poblaciones de 
cianobacterias encontradas en el río Guadarrama, se procedió a amplificar un fragmento 
de aproximadamente 1200 pb del gen ARNr 16S de los distintos cultivos aislados.  
Previamente a la secuenciación directa de los aislados, se procedió a comprobar la 
pureza de cada cultivo aislado mediante la técnica TGGE. En la figura 21 se muestra la 
posición de bandas correspondiente a cada aislado. 
 
 
Figura 21. Análisis mediante electroforesis en geles desnaturalizantes por gradiente térmico 
(TGGE) de los productos amplificados por PCR del gen 16S ARNr (500 pb) de las distintas cepas 
aisladas del epiliton del río Guadarrama. M indica el marcador o patrón utilizado compuesto por la 
mezcla de los productos de PCR de cada cepa. La banda común señalada en todas las líneas 
representa artefactos de ADN de cadena simple (ADNcs). 
 
 El análisis por TGGE de las cepas aisladas mostró una única banda para cada 
cultivo, excepto en la cepa Tolypothrix penicillata UAM 392 que contiene dos bandas. 
La presencia de dichas bandas puede significar que el aislado podría tener más de una 
copia del operón del gen 16S ARNr, aunque con mínimas diferencias en sus secuencias, 
como ya se ha descrito previamente (Wintzingerode y col., 1997; Speksnijder y col., 





2001). Además, el conjunto de todas las bandas fueron coherentes con los resultados de 
su correspondiente secuenciación directa mediante la extracción y secuenciación de las 
bandas obtenidas. En las siguientes aplicaciones de la técnica de TGGE, se utilizó como 
marcador de referencia los amplicones de cada aislado en los geles de TGGE con las 
muestras de epiliton del río Guadarrama. 
  Una vez comprobada la pureza de los aislados se procedió a la amplificación y 
secuenciación directa del gen 16S ARNr de cada uno de ellos. Las secuencias obtenidas 
de dicho gen fueron utilizadas junto con secuencias procedentes de las bases de datos 
(GenBank) para discutir la posición filogenética de la comunidad de estudio dentro de la 
radiación cianobacteriana. Tanto los análisis de parsimonia (MP) como los de distancia 
(NJ) y de máximum likelihood (ML), generaron árboles filogenéticos con topologías 
muy similares, por lo que se muestra sólo uno de ellos (NJ, Fig. 22). En conjunto, hubo 
un buen soporte de bootstrap para los principales grupos y para muchas de las ramas 
próximas a las ramas terminales. 
 Dentro del árbol filogenético se observaron 9 grupos de los cuales el grupo A 
comprende las cianobacterias heterocistosas aisladas pertenecientes a los géneros 
Nostoc y Tolypothrix, sustentado a su vez por valores de boostrap altos (99/98/86 para 
los análisis de NJ, ML y MP, respectivamente). Dentro de este grupo se encontraron 
distintos subgrupos pertenecientes a las distintas cepas aisladas. El grupo I lo constituyó 
el cultivo identificado como Nostoc piscinale UAM 394 junto con secuencias de las 
bases de datos con valores de similitud que variaron desde el 97.8 al 98%. Muy próximo 
a este grupo se situó el cultivo Nostoc carneum UAM 389 en el grupo II con valores de 
bootstrap altos (92/95/72). La similitud de las secuencias que componen este grupo se 
situó dentro del rango del 99.4 y el 99.9%. Ambos cultivos, N. piscinale y N. carneum, 
mostraron una identidad del 96.7%. El cultivo identificado como Nostoc punctiforme se 
ubicó dentro del grupo IV, más distanciado, con un soporte alto y con identidades 
encontradas dentro del grupo del 97.5%.  
 
Figura 22. Árbol filogenético de las secuencias del gen ARNr 16S (1200 pb) de los cultivos de las 
distintas cianobacterias aisladas del río Guadarrama. Este árbol se construyó a partir de los 
análisis de neighbour-joining (NJ), maximum-likelihood (ML) y maximum-parsimony (MP). Se 
muestran los valores de bootstrap mayores de 65%. Las secuencias determinadas en este estudio 
aparecen en negrita. El nº de acceso de las secuencias empleadas para la construcción de este árbol 
filogenético se indica después del nombre del taxón → 










Comparando las secuencias de los tres cultivos, se encontró que la similitud de este 
último entre Nostoc carneum y Nostoc piscinale fue de 94.5% y de 93.8%, 
respectivamente. Estos resultados filogenéticos indicaron que nuestros datos 
moleculares fueron congruentes con la caracterización morfológica realizada.Por 
último, el grupo V contiene al aislado Tolypothrix penicillata con un alto soporte e 
identidades encontradas del 96.7% con otra cepa de la base de datos.  
El grupo B lo compone el cultivo aislado Phormidium sp. junto con secuencias 
identificadas de géneros pertenecientes a  la familia Phormidiaceae con un soporte 
elevado (100/99/99) y con porcentajes de similitud entre el 99.4 al 100%. Otro grupo 
definido por un gran soporte de bootstrap es el grupo C. Lo conforman la cepa 
Chamaesiphon sp. UAM 386 (Chroococcales) y secuencias mayoritariamente de 
cianobacterias sin cultivar sin una identificación taxonómica clara. Según los valores de 
similitud entre las distintas secuencias oscilaron entre el 97.1 y 97.5%. Otro grupo de 
cianobacterias no filamentosas pertenecientes al orden Chroococcales (grupo D) lo 
formaron la secuencia del aislado Synechococcus elongatus UAM 406 acompañada con 
secuencias de las bases de datos tanto del mismo género como del género Cyanobium. 
Los valores tanto de bootstrap como de porcentajes de similitud entre ellas fueron 
elevados (99.9-100%). El siguiente conjunto lo constituyó el grupo E, compuesto por la 
cepa aislada Pleurocapsa minor  UAM 388 y las secuencias pertenecientes al mismo 
género con alto soporte (99/100/99). Los valores de similitud encontrados se situaron 
entre el 95.2 al 96.7%. Próximo a este grupo, se sitúa el grupo F con un alto soporte 
(100/100/99), compuesto por la cepa Aphanocapsa muscicola UAM 385 y secuencias 
mayoritariamente pertenecientes al género Synechocystis con valores de similitud 
encontrados que variaron entre el 99 y el 99.6%.  
 Los siguientes grupos (G y H) lo constituyeron respectivamente dos cepas de 
cianobacterias filamentosas pertenecientes al género Leptolyngbya, cuyo porcentaje de 
similitud entre ambas fue del 89.8%. El grupo G está representado por la cepa 
Leptolyngbya nostocorum UAM 387 junto con otras secuencias de las bases de datos 
con un soporte de bootstrap elevado (99/100/90). El porcentaje de similitud entre ellas 
osciló entre el 97.9 y 98.6%. Próximo a éste, se encontró el grupo H perteneciente a otra 
cepa de Leptolynbya identificada como Leptolyngbya boryana UAM 391. Este grupo de 
elevado soporte lo formaron secuencias con valores de similitud entre ellas de 98.9 a 
99.9%. Aún así, las secuencias de L. boryana UAM 391 y L. nostocorum UAM 387 se 




agruparon juntas en un grupo principal con valores de bootstrap altos tanto en NJ como 
en MP. Por último, se observó en la parte inferior del árbol el grupo I perteneciente al 
cultivo aislado identificado como Pseudanabaena catenata UAM 412 con un gran 
soporte. Los porcentajes de similitud entre las secuencias comparadas oscilaron entre el 




A la vista de los resultados presentados, podemos asegurar que la calidad físico-
química del agua del río Guadarrama es mejor en el punto GU1, estando más 
deteriorada en GU2 y GU3, puntos en los que se obtuvieron valores más altos de 
muchos de los parámetros (especialmente N y P). Ese aumento de nutrientes puede ser 
debido tanto a vertidos agrícolas como de origen urbano.  
Las elevadas concentraciones de fosfatos se suelen producir como consecuencia 
del uso de detergentes (Hartig y col., 1990) y, junto con otros compuestos procedentes 
de la actividad doméstica (amonio y materia orgánica), que deberían ser eliminados en 
las depuradoras. Sin embargo, por lo general éstas no disponen de sistemas eficientes de 
eliminación de fósforo y nitrógeno.  En el río Guadarrama, como consecuencia de estas 
actividades (ya que como se ha dicho el río pasa por numerosos núcleos de población, 
recibiendo vertidos de numerosas depuradoras e incluso vertidos incontrolados) 
presenta un deterioro sustancial de la calidad del agua en lo correspondiente a estos 
parámetros en los puntos aguas abajo (GU2 y GU3). Este hecho se intensifica en 
verano, debido por una parte al aumento de la población y de las actividades recreativas 
en el río en esta época estival. Y debido, por otra parte, a la disminución del caudal, por 
lo tanto, el factor dilución disminuye aumentando la concentración de nutrientes. Con el 
paso de los años, la calidad del agua en el punto GU2 ha ido asemejándose a la del 
punto GU3, siendo a veces sus valores de concentración de nutrientes más altos, debido 
a una mayor contaminación. 
Distintos autores clasifican las aguas corrientes en función del contenido en 
fósforo y nitrógeno, considerando aguas eutróficas a partir de 0.15 mg/l de fósforo total 
(Álvarez-Cobelas y col., 1992), y una concentración de 2.2 mg/l de nitrógeno total (Van 
Dijk y col., 1994). Kelly y Whitton (1998) elaboraron una clasificación más detallada 
que tiene en cuenta la concentración de fósforo reactivo de la siguiente manera:  
 





 Oligotrófico: PRS < 0.020 mg/l. 
 Mesotrófico: 0.02 < PRS < 0.1 mg/l. 
 Eutrófico: 0.1 < PRS < 0.5 mg/l. 
 Hipertrófico: PRS > 0.5 mg/l. 
 
 Según estas clasificaciones los puntos GU2 y GU3 estarían dentro de la 
categoría de eutrófico-hipertróficos, claramente diferenciados del punto GU1 que se 
clasifica como oligo-mesotrófico. Con estos valores podríamos considerar que el río 
Guadarrama es un río eutrofizado, al igual que la mayoría de los ríos europeos 
estudiados (van Dijk y col., 1994) y que el 60% de los ríos españoles (Álvarez-Cobelas 
y col. 1992). Hay que tener en cuenta que este estudio sólo abarca las medidas de cada 
uno de los parámetros en un periodo anual, y que por lo tanto no son datos suficientes 
como para diagnosticar la calidad del agua del río en términos generales. Por ello, y 
tomando como base a la hora de comparar resultados, se han tenido en cuenta estudios 
previos realizados por nuestro grupo de investigación. En ellos se han estudiado la 
calidad del agua de otros ríos de la CAM (ríos Alberche, Manzanares, Jarama, Guadalix 
y Tejada) y, sobretodo, del Guadarrama que es el objeto de este estudio. En estos 
estudios anteriores, se han obtenido diferencias similares entre puntos altos y bajos 
(Perona y col., 1999; Sánchez-García, 2002; Douterelo y col., 2004; Rodríguez-Gómez, 
2004).  
Se puede decir que las características físico-químicas de las aguas muestran que  
el río Guadarrama presenta una fuerte eutrofización aguas abajo, siendo de hecho 
objetivo de la Confederación Hidrográfica del Tajo de cara a mejorar la calidad de sus 
aguas. Uno de sus principales objetivos es disminuir las concentraciones de amonio y 
fósforo (Ministerio de Medio Ambiente, 1999), principales responsables de la 
eutrofización. 
Los resultados obtenidos del estudio de la abundancia y estructura de la 
comunidad, indicaron que todas las cianobacterias identificadas en el río Guadarrama 
han sido descritas por otros autores en comunidades epilíticas de ríos de diversa 
naturaleza, en especial en ríos mediterráneos (Aboal, 1988; Sabater y col., 1987) y en 
otros ríos de la Comunidad de Madrid estudiados (Douterelo y col., 2004; Perona y col. 
1999; Rodríguez-Gómez, 2004; Sánchez-García, 2002; Serrano y col., 2004; Carmona y 
col., 2011). Además, algunas de las especies observadas han sido descritas en ríos 




europeos de Noruega, Italia, Austria (Cantonati y col., 1996; Lidnström y Traaen, 1984; 
Rott y Pfister, 1988; Schneider y Lindstrøm, 2011).  
La comunidad epilítica de ríos está compuesta por alrededor de 15 a 20 especies 
diferentes de cianobacterias tal como han mostrado numerosos estudios de esta 
comunidad. Estos datos concuerdan con los encontrados en el río Guadarrama, 
confirmando que trabajar con este grupo de microorganismos para estudio de calidad de 
aguas presenta la ventaja de ser un grupo menos numeroso que otros organismos 
epilíticos ampliamente utilizados en estudios de biomonitorización (Perona y col., 1998) 
como son las diatomeas, que presenta un número medio de especies más elevado 
(Sabater y col., 1987). Sin embargo este grupo de organismos presenta como desventaja 
la compleja taxonomía debido a lo antiguo y confuso de las claves taxonómicas 
encontrándose éstas en continua revisión. En el caso del epiliton de ríos, la 
identificación es si cabe más compleja debido a que, a veces, en el proceso de 
extracción del mismo se provoca la rotura de filamentos perdiéndose información. 
Aparecen generalmente células sueltas o fragmentos pequeños, perdiéndose muchos 
caracteres taxonómicos como la morfología de la colonia, la presencia o no de 
mucílago, las terminaciones de los filamentos, etc. imprescindibles para la 
caracterización.  
 A este respecto, el cultivo en medio sólido proporciona una herramienta 
sumamente útil de cara a la identificación debido a que permite obtener información de 
todas las características necesarias así como los diferentes estadíos celulares si se 
consiguen las condiciones óptimas de crecimiento de las cianobacterias (Thiel y col., 
1989) a pesar de que el cultivo puede provocar la aparición de polimorfismos tanto de 
las colonias como de filamentos y células. Algunos autores insisten en la inconveniencia 
de la identificación taxonómica de muestras de cultivo con las claves taxonómicas 
actuales al estar elaboradas a partir de muestras naturales (Anagnostidis y Komàrek, 
1988). Sin embargo trabajos morfológicos en los que se comparan muestras naturales y 
en cultivo contribuyen a disminuir este inconveniente (Rippka y col., 1979; Perona y 
col., 2003; Mateo y col., 2011).  
 Por otra parte la identificación de las especies del género Nostoc se ha podido 
realizar gracias a que los cultivos han permitido obtener información de todas las 
características y estadíos celulares sin los cuales habría sido imposible. Tan sólo una 
especie no han sido capaz de crecer en cultivo, habiendo sido descrita exclusivamente 





en la muestra natural (Chamaesiphon polymorphus). Todo esto confirma que ambas 
técnicas son necesarias y complementarias pero nunca excluyentes. 
Los valores de la riqueza específica obtenida del epiliton, permiten decir que las 
especies del orden Chroococcales como las Oscillatoriales son mayoritarias, 
presentando variaciones en cuanto a su distribución espacial debida a cambios en la 
calidad del agua. El número de especies en estos órdenes oscila entre 4 y 7, resultado 
similar al obtenido en otros estudios de ríos de la Comunidad de Madrid (Perona y col. 
1999; Sánchez-García, 2002; Douterelo y col., 2004; Serrano y col., 2004), indicando 
que estos valores son típicos de la comunidad epilítica de estos ríos. El orden 
Nostocales es el que presenta menor número de especies sujetas además a mayor 
variabilidad estacional y con una clara disminución en los puntos aguas abajo. Nuestros 
resultados muestran una clara disminución de la riqueza específica a medida que se va 
deteriorando la calidad del agua del río Guadarrama al igual que se ha visto en otros ríos 
(Perona y col., 1998; Douterelo y col., 2004). 
Unificando los resultados tanto de la química del agua como de la estructura y 
composición de la comunidad de cianobacterias encontradas en el río Guadarrama, 
nuestros resultados muestran claramente una disminución de la riqueza específica a 
medida que se va deteriorando la calidad del agua del río Guadarrama al igual que se ha 
visto en otros ríos (Perona y col., 1998; Douterelo y col., 2004). Aboal (1988) y 
Fernández-Piñas y colaboradores (1991), describieron algunas especies del género 
Nostoc como típicas de aguas no contaminadas. Estos mismos autores describieron que, 
cuando se produce un incremento de eutrofización en las aguas aumentan, de forma 
contraria a las Nostocales, algunas especies del orden Oscillatoriales (Rott y Pfister, 
1988; Aboal, 1989). 
Como se ha citado en la introducción, actualmente existe un índice basado en 
algas bentónicas para evaluar el estado trófico en ríos nórdicos (Schneider y Lindstrøm, 
2011) según los valores de fósforo total en el medio. En él, se presenta un listado de 
cianobacterias bentónicas, donde se encuentran muchas de las cianobacterias 
encontradas en el río Guadarrama. Aquellas especies heterocistosas pertenecientes al 
género Nostoc y Tolypothrix se encuentran en sitios oligotróficos  con concentraciones 
de fósforo total muy bajos, como también, las especies Pleurocapsa minor y 
Chroococcus minutus. Mientras, las especies Chamaesiphon polymorphus,  
Pseudanabaena catenata y algunos Phormidium están presentes en condiciones de 




concentraciones de fósforo medias y altas. Del género Leptolyngbya han registrado sólo 
tres especies y no coinciden con las especies encontradas en el río Guadarrama. 
Otro abordaje realizado en este capítulo fue el análisis genético de aquellas 
cianobacterias que fueron aisladas del epiliton. En este apartado se han aislado y 
secuenciado el gen de ARNr 16S (1200 pb) de un total de doce cepas que forman parte 
de la comunidad epilítica de cianobacterias del río Guadarrama. Tanto el estudio 
morfológico de dichos aislados como los análisis genéticos de sus secuencias, han 
permitido identificar representantes de los órdenes Chroococcales, Oscillatoriales y 
Nostocales. Los resultados obtenidos del análisis filogenético, muestran que miembros 
pertenecientes a los órdenes Chroococcales y Oscillatoriales se encuentran dispersos 
dentro de los árboles filogenéticos, indicando que ambos órdenes no representan un 
linaje evolutivo coherente el cual indica un origen polifilético. Este resultado es 
congruente con aquellos encontrados en otros estudios (Turner y col. 1999; Castenholz, 
2001; Taton y col., 2006a; Dorador, y col., 2008; Cuzman y col., 2010). En cuanto al 
orden Chroococcales, se identificaron cuatro cepas de géneros distintos.  
En primer lugar, el aislado Synechococcus elongatus sp. UAM 406 se agrupó 
con cepas planctónicas de aguas dulces tanto del género Synechococcus como 
Cianobium. También se consideran a algunas especies del género Synechococcus 
importantes componentes de los tapetes bénticos de cianobacterias (O´Sullivan y col. 
2002; Ward y col. 1998; Whitton, 2002) pero no se han encontrado secuencias en las 
bases de datos procedentes de ríos. Los resultados filogenéticos obtenidos coinciden con 
estudios realizados con numerosas cepas pertenecientes a dichos géneros (Ernst y col., 
1995, 2003; Robertson y col., 2001; Sánchez-Baracaldo y col., 2008). Muchos estudios 
sostienen que los miembros incluidos dentro del género Synechococcus tienen un origen 
polifilético y deberían ser divididos en distintos géneros (Wilmotte, 1994; Urbach y col. 
1998, Turner y col. 1999; Ernst y col., 2003). Rippka y Cohen-Bazire (1983) 
distinguieron tres tipos de Cyanobium a nivel de especie, pero sin descripciones 
taxonómicas válidas, y se sugiere una revisión exhaustiva de dicho género (Komárek y 
Anagnostidis, 1999). 
En cuanto a la cepa aislada Aphanocapsa muscicola UAM 385 se agrupó con un 
gran soporte con secuencias de las bases de datos pertenecientes al género 
Synechocystis, principalmente de cepas procedentes de estudios realizados sobre 
interacciones planta-cyanobacteria, cuya morfología es muy similar con el aislado 
estudiado (Ahmed y col. 2010a, 2010b). Este aislado se ha identificado previamente en 





otros estudios como parte de las comunidades epilíticas de cianobacterias en ríos 
(Douterelo y col., 2004; Perona y Mateo, 2006; Whitton, 2002), y como referencia en la 
Península Ibérica (Álvarez-Cobelas y Gallardo, 1988; Noguerol-Seoane, 1999; Asencio 
y Aboal, 2000). Existen pocas secuencias en las bases de datos identificadas con esta 
especie, sólo se han visto algunas procedentes de cepas encontradas en biofilms en 
fuentes monumentales (Cuzman y col. 2010; Uher, y col. 2005) y secuencias del mismo 
género, la mayoría proceden de cianobacterias planctónicas en lagos y embalses 
(Willame y col., 2006). 
En relación al cultivo Pleurocapsa minor UAM 388, aparece agrupada con 
secuencias de cepas procedentes de ambientes extremos en desiertos (Fewer y col., 
2002; Olsson- Francis, y col., 2010). Las similitudes de identidad de la cepa de estudio 
con respecto a las secuencias obtenidas de las bases de datos, son congruentes con las 
descripciones morfológicas de dichos aislados. Según la literatura, las especies 
pertenecientes al género Pleurocapsa pueden encontrarse en distintos ambientes, en su 
gran mayoría en ecosistemas de aguas dulces en sustratos rocosos (Aboal y col. 2002; 
Komárek y Anagnostidis, 1999; Whitton, 2002). 
El aislado Chamaesiphon investiens sp. UAM 386 se agrupó, en su mayoría, con 
secuencias de clones de cianobacterias sin una identificación clara y con una cepa 
procedente de la colección de cultivos de cianobacterias Pasteur identificada como 
Chamaesiphon subglobosus (Turner, 1997). Apenas existen secuencias de este género 
en las bases de datos. A nivel ecológico, esta especie está descritas tanto epifíticas como 
epilíticas en estudios realizados en arroyos y en ríos oligo-mesotróficos (Rott y col., 
1997; Douterelo y col., 2004). 
En cuanto a los aislados pertenecientes al Orden Oscillatoriales, se detallan a 
continuación. Las secuencias de las dos cepas identificadas dentro del género 
Leptolyngbya aparecen ubicadas en un grupo principal, y a la vez incluidas en 
subgrupos independientes con un alto valor de bootstrap (Miura y Yokota, 2006; 
Cuzman y col. 2010). Considerando los resultados morfológicos y filogenéticos de 
ambas y los valores de homología en el ADN, se podrían considerar especies distintas. 
Los estudios de homología ADN-ADN se han empleado para medir el grado de 
relaciones entre los organismos con una similitud alta en la secuencia de ADNr 16S. 
Los organismos con más de un 70% de homología en el ADN, el cual es el valor límite 
para el reconocimiento de especie (Wayne y col., 1987), comparten normalmente más 




del 97% de similitud del gen ARNr 16S (Stackebrandt y Goebel, 1994). Nuevas 
investigaciones han permitido elevar incluso el valor límite para definir una especie en 
un rango por encima del 98.7%-99% (Stackebrandt y Ebers, 2006). Aplicando dichos 
rangos de valores límite establecidos para el reconocimiento de especie, se puede decir 
que en el caso del grupo de Leptolyngbya boryana todas las secuencias podrían 
pertenecer a la misma especie. De hecho, se sugiere que tanto L. foveolarum, L. 
tenerrina y L.angustata podrían ser sinónimos de L. boryana (Cuzman y col., 2010; 
Miura y Yokota, 2006). En el caso de la cepa Leptolyngbya nostocorum las similitudes 
entre las secuencias son ligeramente más bajas y están identificadas como L. frigida. 
Este nombre se considera como un sinónimo de la especie Pseudanabaena frígida y, 
además, puede que estas especies contengan más ecotipos. Por lo tanto, la clasificación 
de ambos debe ser revisada (Komárek y Anagnostidis, 2005). Las comparaciones de 
morfología junto con las descripciones de las distintas cepas de la base de datos parecen 
apoyar los estudios genéticos encontrados. A la vista de estos resultados, el género 
Leptolyngbya podría ser monofilético tal y como se ha observado en otros estudios 
(Albertano y Kováčik 1994; Nelissen y col. 1996). Sin embargo, estudios más recientes 
han demostrado que cepas asignadas al género Leptolyngbya se han agrupado con otros 
miembros de los géneros Oscillatoria y Phormidium dentro del mismo grupo. Por lo 
tanto, se sugiere que el linaje filogenético de cepas del género Leptolyngbya  no es 
monofilético (Turner y col. 1999; Marquardt y Palinska, 2007; Furtado y col. 2009).  
Ludwig y colaboradores (1998) han propuesto un valor límite de un 95% de similitud 
para la separación de géneros. De acuerdo con este límite, ambos genotipos de 
Leptolyngbya encontradas, se deberían corresponder con géneros distintos según sus 
valores de similitud de alrededor del 90%. Aún así, es necesario investigar en 
profundidad la taxonomía de estos miembros debido a las distintas nomeclaturas 
empleadas por distintos autores, lo cual puede generar confusiones e identificaciones 
incorrectas.  
La heterogeneidad del género Leptolyngbya ha sido muy discutido por muchos 
autores (Albertano y Kováčik 1994; Wilmotte y col., 1997; Taton y col., 2003) entre 
otros, con la necesidad de más estudios para resolver este problema. Claramente este 
género es diferente al género Phormidium y probablemente será dividido en más 
entidades genéricas de acuerdo a los criterios genéticos (Komárek y Anagnostidis, 
2005). Por otro lado, el género Leptolyngbya es uno de géneros más comunes y difíciles 
dentro de las cianobacterias, con numerosas especies de filamentos finos, los cuales son 





morfológicamente muy sencillos. Además, miembros de este género se encuentran en 
una amplia variedad de ecosistemas, y por ello, es necesario incluir en los estudios 
fenotípicos sus características ecológicas (Komárek y Anagnostidis, 2005). A nivel 
ecológico, ambos aislados suelen encontrarse en ríos y arroyos (Whitton, 2002) y se han 
identificado en estudios de comunidades de cianobacterias en dichos ambientes dentro 
de la comunidad de Madrid (Douterelo y col., 2004; Perona y Mateo, 2006).  
En cuanto al aislado identificado como Phormidium sp. UAM 361 se agrupó 
mayoritariamente con cepas identificadas como Ph. autumnale (Palinska y Marquardt, 
2008). Esta especie parece encontrarse en sustratos rocosos principalmente en ríos y 
arroyos de carácter mesotrófico y eutrófico (Komárek y Anagnostidis, 2005; Whitton, 
2002). Phormidium pertenece taxonómicamente a uno de los géneros más complejos 
dentro de las cianobacterias, y comprende numerosos morfotipos con muchas formas de 
transición (Komárek y Anagnostidis, 2005). La complejidad de este grupo se estudiará 
en profundidad más adelante. 
Por último, dentro de este Orden encontramos el aislado Pseudanabaena 
catenata UAM 412, el cual aparece agrupado con secuencias de cepas pertenecientes al 
mismo género y en su mayoría de origen planctónico (Turner, 1999). En general, las 
distintas especies de Pseudanabaena se suelen encontrar en ambientes oligotróficos 
hasta eutróficos. También se han visto especies de este género en fuentes monumentales 
(Cuzma y col. 2010) como en comunidades bentónicas en ríos (Sabater y col. 2003; 
Douterelo y col., 2004; Perona y Mateo, 2006; Whitton, 2002). De hecho, se le 
considera un género muy heterogéneo tanto a nivel morfológico como ecológico 
(Komárek y Anagnostidis, 2005). 
En cuanto a las cianobacterias con heterocistos (Orden Nostocales), son 
morfológicamente muy diversas y forman un grupo monofilético entre las 
cianobacterias, en base a las secuencias del gen ARNr 16S (Giovannoni y col., 1988; 
Lyra y col., 2001; Gugger y Hoffmann, 2004). Sin embargo, las relaciones entre las 
diferentes cianobacterias con heterocistos están en su mayoría sin resolver. Dentro del 
grupo formado por los aislados del Orden Nostocales, se pudieron diferenciar cuatro 
subgrupos con un elevado valor de bootstrap correspondiente a cada cepa. En primer 
lugar se encontraron los aislados Nostoc piscinale UAM 394 y N. carneum UAM 389 
agrupados en distintos subgrupos (grupos I y II, respectivamente) pero muy cercanos, 
con secuencias en su mayoría de cianobacterias simbióticas del mismo género, como 




también aislados de lagos y suelos. La separación de dichos aislados también apoya las 
diferencias morfológicas encontradas entre ambos. Tanto la topología de este grupo 
como la morfología de las cepas de estudio, coinciden con los resultados observados en 
estudios previos (Elvebakk y col., 2008; Oksanen y col., 2004; Papaefthimiou y col. 
2008). Ambas cepas aparecen emparentadas con una secuencia de una cepa identificada 
como Nostoc calcicola. En los estudios citados anteriormente, se sugiere que, a pesar de 
compartir caracteres morfológicos con N. calcicola (Hrouzek y col. 2003), se considera 
que dicho grupo es todavía muy heterogéneo, como es demostrado también al verse 
separados los dos grupos de cepas (grupos I y II) en dos grupos independientes 
(Papaefthimiou y col. 2008; Mateo y col., 2011). En una posición más alejada se 
encuentra la cepa N.punctiforme UAM 393 de características morfológicas 
diferenciadas. Muy cercano a este aislado, se encontró la cepa de género distinto 
Tolypothrix penicillata UAM 392. Dentro del grupo principal (grupo I) se encontraron  
cepas del género Anabaena y Trichormus con un alto valor de bootstrap. En estudios 
filogenéticos recientes, usando distintos genes marcadores moleculares, se demostró que 
los géneros más cercanos al género Nostoc son los géneros Anabaena, Aphanizomenon 
y Trichormus, también miembros de la familia Nostocaceae (Henson y col., 2002; 
Lohtander y col., 2003; Rajaniemi y col., 2005; Svenning y col., 2005). La presencia de 
todas las cepas heterocistosas aisladas en este estudio se ha descrito también en diversos  
estudios de comunidades de cianobacterias bentónicas en ríos españoles (Aboal y col. 
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II. BIOENSAYOS CON ESPECIES DE CIANOBACTERIAS 
POTENCIALMENTE BIOINDICADORAS.  
II.1. Introducción. 
Existen numerosos factores que influyen en el crecimiento de las especies 
bentónicas, así como, en la aparición de fenómenos de dominancia en el medio 
ambiente. Uno de estos factores es la distinta capacidad que tiene cada una de ellas de 
absorción y utilización de  nutrientes necesarios para un crecimiento óptimo y de tolerar 
determinadas condiciones ambientales como es la elevada concentración de distintos 
compuestos. La presencia de elevadas concentraciones de nitrógeno y fósforo en aguas 
superficiales, son producidas en su mayoría por diversas actividades antrópicas 
(Fujimoto y Sudo, 1997; Neal y col., 2010). Como consecuencia, se han descrito 
cambios en la diversidad de las comunidades biológicas en respuesta a esas condiciones  
en ecosistemas acuáticos, siendo la mayoría de estudios en lagos y embalses (Sommer, 
1985; Suttle y col., 1987; Smith y col., 1999; Klug, 2006; Zhu y col., 2010). En lo que 
respecta a ríos, la entrada de nutrientes también puede alterar la composición de las 
comunidades bentónicas, por ejemplo favoreciendo el crecimiento de algas y 
cianobacterias (Veraart y col., 2008;  Sabater y col., 2000, 2003) y causando situaciones 
de prevalencia de ciertos taxones (Whitton y Kelly, 1995). 
Son pocos los estudios ecofisiológicos basados en bioensayos con distintos 
regímenes de nutrientes en cianobacterias bentónicas en ríos (Van der Griten y col., 
2004; Marcarelli y Wurtsbaugh, 2006; Vis y col., 2008), encontrándose 
mayoritariamente trabajos con especies fitoplanctónicas en embalses y lagos (Fujimoto 
y Sudo, 1997;  Ducobu y col., 1998; Vézie y col., 2002; Camacho y col. 2003; Ernst y 
col., 2005; Shen y Song, 2007) e incluso con otras microalgas como diatomeas y algas 
verdes (Pasternak y col., 2009). En la mayoría de los estudios, los experimentos 
realizados se basan en tratamientos con nutrientes pero con pocas combinaciones en las 
concentraciones utilizadas para el N y el P (Blomqvist y col., 1994; Choi y col., 2003; 
Camacho, y col., 2003; Kruskopf y Du Plessis, 2006; Shen y Song, 200), a diferencia de 
otros trabajos que aplicaron rangos más amplios de N y P, que permitieron establecer 
condiciones óptimas de crecimiento en los organismos con mayor precisión (Sivonen, 
1990; Vézie y col., 2002; Ernst y col. 2005; Zhu y col., 2010). También estudios 
realizados con dichos nutrientes por separado, sugirieron que las respuestas a ambos no 
tienen por qué ser idénticas (Mitrovic y col., 2001; Elser y col. 2007). Elser y 
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colaboradores (2007) observaron que en productores primarios, tanto en ambientes 
terrestres como en aguas dulces, los tratamientos con P y N por separado mostraron 
resultados similares, no así en ambientes marinos. Por otra parte, Camacho y 
colaboradores (2003) observaron que concentraciones elevadas de N aumentaron la 
abundancia de cianobacterias fitoplanctónicas en bioensayos llevados a cabo en lagos, 
mientras que en los regímenes de P el efecto fue menor. En cambio, también se observó 
que la adición conjunta de elevadas concentraciones de N y P estimula en mayor 
proporción el crecimiento de cianobacterias, en concreto en especies no fijadoras de 
nitrógeno atmosférico, que si sólo se tratase de uno de los nutrientes (Blomqvist y col., 
1994; Mitrovic y col. 2001; Camacho y de Wit, 2003).  
Como ya se ha visto en estudios previos, existen cambios en la estructura y 
composición de comunidades de cianobacterias bentónicas en ríos debido a un gradiente 
de eutrofización (Perona y col., 1998, 1999; Douterelo y col. 2004; Perona y Mateo, 
2006; Rodríguez y col., 2007). En el caso de las cianobacterias, la presencia, ausencia o 
el incremento de la abundancia de algunas especies, podrían definir las características 
del agua donde se encuentran, debido a las distintas exigencias ecológicas que presentan 
dichos organismos. Por ello se hace necesario estudiar en profundidad los patrones de 
crecimiento en distintas condiciones de nutrientes en aquellas especies de cianobacterias 
bentónicas que difieren en su presencia o abundancia, estableciendo relaciones causales 
que explicasen los resultados obtenidos en el capítulo anterior.  
II.2. Estudio de competencia en sustrato artificial. 
 
 Una vez analizada previamente la composición y estructura de la comunidad de 
cianobacterias existente en el río Guadarrama, se seleccionaron nueve especies que a 
priori mostraron un carácter bioindicador de determinadas calidades del agua, y 
además, se hubiese conseguido su aislamiento.  
 Basándonos en la agrupación de las especies según su tolerancia a la 
contaminación, se seleccionaron las siguientes especies para el experimento: 
Tolypothrix penicillata, Nostoc carneum (Tabla 13 y Fig. 17 del capítulo I), 
Phormidium sp., Leptolyngbya  boryana, Leptolyngbya nostocorum, Pseudanabaena 
catenata (Tabla 12 y Fig. 16 del capítulo I), Aphanocapsa muscicola, Synechococcus 
elongatus y Pleurocapsa minor (Tabla 11 y Fig. 15 del capítulo I). Las dos primeras son 
fijadoras de nitrógeno  y las siete especies restantes carecen de los mismos. 
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 En primer lugar, las cianobacterias fueron sometidas a un experimento de 
competencia donde crecieron las nueve especies en las mismas condiciones y en el 
mismo sustrato, según se indica en el apartado IV.4.1 de Materiales y métodos. La 
estimación del crecimiento de cada una de las especies se realizó midiendo la superficie 
ocupada en la placa en los dos medios de cultivo a los 10 y 20 días del inicio del 
experimento. 
 En este experimento se distinguieron dos grupos de cianobacterias en función de 
su crecimiento en los dos medios: aquellas especies que dominan en un medio en 
concreto, o aquellas que crecen indistintamente en ambos medios (Fig. 23 y Fig. 24). En 
la placa de medio rico en nutrientes (Allen y Arnon, AAN,) predominaron a los 10 días 
las especies Nostoc carneum, Phormidium sp., seguido de Aphanocapsa muscicola y 
Pseudanabaena catenata. A los 20 días, se observó cómo Phormidium sp. fue la especie 
dominante con un 58% de la superficie total colonizada, seguida de Synechococcus 
elongatus con un 15.7%, Pseudanabaena catenata con un 9.3% y Nostoc carneum con 
un 7.6%.  
 En la placa de medio pobre en nutrientes (CHU10D) se observó también un 
grupo de especies dominantes en estas condiciones. Así, la estimación de la superficie 
colonizada a los 10 días (Fig. 24) confirmó un crecimiento superior de Tolypothrix 
penicillata, seguida de  Nostoc carneum y por último de Leptolyngbya  nostocorum. A 
los 20 días, Tolypothrix penicillata volvió a presentar un crecimiento superior con un 
49.5% de la superficie total colonizada, seguida de Nostoc carneum con un 39.6% y en 
este último caso, la especie Pleurocapsa minor con un 3%. 
 Como se ha comentado antes, existe un grupo de cianobacterias que crecieron 
indistintamente en ambos medios sin presentar una dominancia clara. Es el caso de las 
especies Leptolyngbya nostocorum y Leptolyngbya  boryana, las cuales  mostraron un 
crecimiento similar tanto a los 10 como a los 20 días, con una superficie del 1.5-1.9 % 
en AAN, y del 2-2.25% de la superficie total colonizada en CHU10D. La especie 
Aphanocapsa muscicola fue la que mostró valores intermedios de crecimiento en ambas 
placas con respecto a las demás, con un valor de 2.1% en AAN y de 0.18% en CHU10D, 
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Figura 24. Comparación de la superficie de placa colonizada por las distintas especies estudiadas en 
los medios Allen y Arnnon (AAN) y CHU10D tras 10 y 20 días de crecimiento. 
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Por último, se tomaron fotografías de las placas a los 40 días del inicio del 
experimento (Fig. 23), en las que se puede observar el contraste en el crecimiento entre 
las distintas especies, aunque no fue posible calcular la superficie ocupada por cada una 
debido a los solapamientos entre especies (excesiva densidad de biomasa en AAN). Se 
vio el mismo crecimiento en todas las especies, con un claro predominio de 
Phormidium sp. por toda la placa en el medio AAN. En cambio, Tolypothrix penicillata 
fue la especie dominante en el medio CHU10D. 
Con el fin de profundizar en el estudio de estas especies, se seleccionaron cuatro 
de ellas, escogiendo aquellas especies que habían dominado en un medio en concreto 
como Phormidium sp. (en el medio AAN) y Tolypothrix penicillata (en el medio 
CHU10D). Y en segundo lugar, aquellas especies que habían crecido en ambos medios 
como las especies Nostoc carneum  y Leptolyngbya  boryana en menor proporción. 
En la figura 25 se muestra el resultado del crecimiento diferencial de las cuatro 
especies seleccionadas. En el medio CHU10D, se observó a los 10 días un crecimiento 
notable de la especie Tolypothrix penicillata con una colonización del 41% del total de 
la placa. En segundo lugar, se encuentra Nostoc carneum con una superficie ocupada de 
34%, seguida de Phormidium sp. y Leptolyngbya  boryana. A los 20 días, se observó la 
misma tendencia creciente, donde Tolypothrix penicillata dominó claramente con una 
superficie del 53%., seguida de Nostoc carneum con un 25%, y  Phormidium sp. y 
Leptolyngbya  boryana en último lugar con un ligero aumento. 
Sin embargo, en el medio AAN la especie que dominó a los 10 días fue 
Phormidium sp. con un 43%, seguida de Leptolyngbya  boryana y Tolypothrix 
penicillata con valores similares de 26% y 21% respectivamente. Por último, Nostoc 
carneum presentó un porcentaje mínimo de 8%. A los 20 días, Phormidium sp. dominó 
en placa con una extensión de superficie total colonizada del 74%, dejando al margen a 
las demás, dentro de la misma tendencia de crecimiento, con valores inferiores al 14%. 
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Figura 25. Comparación de la superficie de placa colonizada por las distintas especies estudiadas en 
los medios AAN y CHU10D tras 10 y 20 días de crecimiento. 
II.3. Bioensayos de competencia en un gradiente de nutrientes. 
 
En función de los resultados obtenidos y con el fin de profundizar en el estudio 
de respuesta de las distintas cianobacterias a distintas concentraciones de nutrientes, así 
como, el efecto que ésta podía tener a nivel de competencia, se llevaron a cabo una serie 
de bioensayos en un gradiente de nutrientes durante 20 días, tal y como se muestra en el 
apartado IV.4.2 de Materiales y Métodos. En estos experimentos, las especies se han 
dividido en parejas en función de su comportamiento en placa, ya sea por dominar en un 
medio en concreto, o por crecer en ambos, tal y como se comenta anteriormente. 
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          II.3.1. Efectos de las diferentes concentraciones de amonio en el crecimiento 
de las especies. 
 
El análisis de crecimiento a las distintas concentraciones se realizó tanto en lupa 
como en microscopio. En el análisis a la lupa se comprobó que el crecimiento de 
Phormidium sp. y Leptolyngbya  boryana  iba en aumento según aumentaba el gradiente 
de concentraciones, mientras que en el caso de Tolypothrix penicillata y Nostoc 
carneum, ocurrió lo contrario.  
Una vez realizado el recuento de células en las muestras de cada uno de los 
pocillos, se confirmó lo observado anteriormente a la lupa. En el caso de la especie 
Phormidium sp. (Fig. 26), se observó un incremento significativo en el crecimiento 
(ANOVA, p<0.01) según van aumentando las concentraciones de amonio, alcanzando 
una biomasa superior a 4·106 células mL-1.  A bajas concentraciones (0.2 mg L-1) la 
cantidad de células fue similar a la del inóculo inicial. Leptolyngbya  boryana (Fig. 29) 
presentó la misma tendencia que Phormidium sp. pero con una ligera disminución de 
biomasa en la concentración de 100 mg L-1. El crecimiento de ambas fue mayor a altas 
concentraciones de amonio (diferencias significativas, ANOVA p<0.01). Sin embargo, 
en las especies Tolypothrix penicillata (Fig. 27) y Nostoc carneum (Fig. 30), el 
crecimiento es mayor a bajas concentraciones siendo su mayor producción de biomasa 
de 2.3·106 células mL-1, observándose una paulatina reducción en el crecimiento según 
aumenta la concentración en el medio de cultivo (diferencias significativas, ANOVA 
p<0.01).  
En cuanto a los casos de competencia entre especies, se observaron claramente 
dos tendencias inversas en el crecimiento de las especies (Fig. 28 y Fig. 31). Por una 
parte, Tolypothrix penicillata dominó con respecto a Phormidium sp. a bajas 
concentraciones (0.2-3 mg L-1), mientras que a concentraciones superiores a 6 mg L-1 
dominó esta última. Esta relación entre estas especies se repitió de igual manera entre 
las especies Nostoc carneum y Leptolyngbya  boryana. Por último, destacar que en las  
cuatro especies la biomasa generada en las concentraciones más bajas (0.2 mg L-1 en 
Phormidium sp. y L. boryana y 100 mg L-1 en T. penicillata y N. carneum) es similar al 
inóculo inicial, dándose una inhibición del crecimiento. Las diferencias en el 
crecimiento entre las especies bajo el gradiente de concentraciones de amonio fueron 
significativas  (ANOVA, p<0.01). 
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Crecimiento de Phormidium sp. 
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Figura 26. Evolución de la biomasa de Phormidium sp. en 
distintas concentraciones de amonio. 
Crecimiento de Tolyphotrix penicillata
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Figura 27. Evolución de la biomasa de Tolypothrix penicillata 





Crecimiento de la mezcla de Phormidium sp. 
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Figura 29.  Evolución de la biomasa de Leptolyngbya 









Crecimiento de Nostoc carneum
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Figura 30.  Evolución de la biomasa de Nostoc carneum en 
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Crecimiento de la mezcla de Leptolyngbya boryana 





Figura 31.  Evolución de la biomasa de la mezcla de Leptolyngbya boryana y de Nostoc carneum en distintas 
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          II.3.2. Efectos de las diferentes concentraciones de nitrato en el crecimiento 
de las especies. 
En el recuento microscópico de cada especie por separado, se observó de nuevo 
que el crecimiento se incrementaba según aumentaban las concentraciones de nitrato en 
el medio, tanto en Phormidium sp. (Fig. 32) como en L. boryana (Fig. 35), pero más 
atenuado en la primera, con una biomasa máxima ligeramente superior con 5·106 
células mL-1. El inóculo inicial no varió en la concentración de 0.2 mg L-1  de NO3- 
siendo mínima la capacidad de crecimiento de ambas especies a esta concentración. Sin 
embargo, N. carneum (Fig. 36), decreció según se aumentaban las concentraciones de 
nitrato en el medio (diferencias significativas, ANOVA p<0.01). En T.  penicillata (Fig. 
33) no se encontraron grandes diferencial en el crecimiento a las distintas 
concentraciones ensayadas, salvo un ligero incremento encontrado a altas 
concentraciones (diferencias significativas, ANOVA p<0.01). 
En competencia entre especies, se encontraron de nuevo dos tendencias inversas 
en el crecimiento (Fig. 34 y Fig. 37), como ocurría en el caso anterior. En las gráficas, 
se observó un mayor crecimiento de T.  penicillata y N. carneum a bajas 
concentraciones de nitrato, dominando en estas condiciones frente a Phormidium sp. y 
L. boryana (diferencias significativas, ANOVA p<0.01). Al contrario, estas dos últimas 
especies crecieron en mayor medida a altas concentraciones donde su crecimiento fue 
óptimo (aunque en menor medida en L. boryana) (diferencias significativas, ANOVA 
p<0.01).  
II.3.3. Efectos de las diferentes concentraciones de fosfato en el crecimiento 
de las especies.           
 
Los resultados del recuento de células de Phormidium sp. (Fig. 38) y L. boryana 
(Fig. 41), mostraron un crecimiento progresivo de la biomasa hasta un máximo de 
3.1·106 y 2.8·106 células mL-1respectivamente, el cual se alcanza en la concentración de 
10 mg L-1de PO43-, disminuyendo significativamente entre 50 y 100 mg L-1 (ANOVA 
p<0.01). En los experimentos con los otros nutrientes, la mayor biomasa de estas 
especies se alcanzó en la concentración máxima de 100 mg L-1. Sin embargo en el caso 
del fosfato, el crecimiento a 100 mg L-1 no sobrepasó 0.3·106 células, valor similar al 
del inóculo inicial.  
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Crecimiento de Phormidium sp. 
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Figura 32.  Evolución de la biomasa de Phormidum sp. en 





Crecimiento de Tolyphotrix penicillata
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Figura 33.  Evolución de la biomasa de Tolypothrix 





Crecimiento de la mezcla de Phormidium sp. 



















Concentración del nutriente (mg/l NO3-)
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Crecimiento de Leptolyngbya boryana




Figura 35.  Evolución de la biomasa de Leptolyngbya boryana en 






















Crecimiento de Nostoc carneum
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Figura 36.  Evolución de la biomasa de Nostoc carneum en 
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Crecimiento de la mezcla de Leptolyngbya boryana 
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Crecimiento de Phormidium sp. 
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Figura 38.  Evolución de la biomasa de Phormidum sp. en 
distintas concentraciones de fosfato. 
Crecimiento de Tolyphotrix penicillata
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Figura 39.  Evolución de la biomasa de Tolypothrix 






Crecimiento de la mezcla de Phormidium sp. 
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Concentración del nutriente (mg/l PO43-)
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Crecimiento de Leptolyngbya boryana




Figura 41.  Evolución de la biomasa de Leptolyngbya 






















Crecimiento de Nostoc carneum
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Figura 42.  Evolución de la biomasa de Nostoc carneum en 
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Crecimiento de la mezcla de Leptolyngbya boryana 
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De estos datos se deduce que aumentos en la concentración de fosfatos 
provocaron incrementos en el crecimiento de la biomasa hasta alcanzar su máximo en 
10 mg L-1, momento a partir del cual sucesivos incrementos en la concentración 
causaron una inhibición del crecimiento.  En el caso de T. penicillata (Fig. 39) y N. 
carneum (Fig. 42) se dio una disminución de la biomasa al aumentar la concentración 
de fosfato (diferencias significativas, ANOVA p<0.01), estando el máximo ligeramente 
por encima de 1.5·106 células mL-1. En la concentración de 100  mg L-1, la biomasa  fue 
similar a la del inóculo inicial. 
En el experimento de competencia (Fig. 40 y Fig. 43), Phormidum sp. y 
Leptolyngbya boryana mostraron una tendencia creciente, alcanzando el máximo de 
biomasa a 50 y 10 mg L-1 de fosfato respectivamente, produciéndose una disminución 
del crecimiento significativa a la concentración de 100 mg L-1 (ANOVA p<0.01). Al 
igual que en los anteriores experimentos, estas dos especies generaron mayor biomasa 
creciendo solas que en compañía de la otra especie.  En el caso de T. penicillata y N. 
carneum hubo un mayor crecimiento en las primeras concentraciones disminuyendo 
significativamente según aumentaba el P en el medio (diferencias significativas, 
ANOVA p<0.01). En la mayor concentración de fosfato apenas hubo crecimiento 
(biomasa igual al inóculo inicial). Finalmente, se vuelve  a destacar cómo las especies 
fijadoras T. penicillata y N. carneum dominaron a bajas concentraciones del nutriente, 
mientras que, las especies no fijadoras Phormidum sp. y L. boryana, presentaron un 




 Los resultados obtenidos en el sustrato artificial mostraron diferencias en el 
crecimiento dependiendo de las cianobacterias y el medio empleado. En el medio de 
cultivo rico en nutrientes (AAN), que simulaba condiciones hipertróficas, dominaron las 
mismas especies que aparecían su vez en gran abundancia en el río en las mismas 
condiciones (Phormidium sp., Synechococcus elongatus y Pseudanabaena catenata). 
Por el contrario, Tolypothrix penicillata, Nostoc carneum, Pleurocapsa minor y, en 
menor medida L. nostocorum, mostraron una mayor abundancia en los puntos de 
muestreo con bajas concentraciones de nutrientes, presentando a su vez, un mayor 
crecimiento en el medio de cultivo que simulaba condiciones oligotróficas (CHU10D). 
Por otra parte, otra especies como L. boryana y Aphanocapsa muscicola, no mostraron 
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diferencias claras en el crecimiento en ambos medios, aunque con una tendencia hacia 
un mayor crecimiento en el medio AAN, en relación también con los resultados 
obtenidos en campo. Así, los resultados de los experimentos en sustrato artificial 
parecen confirmar la distribución diferencial observada en relación con la calidad del 
agua del río Guadarrama.  
En relación a los bioensayos realizados bajo un gradiente de nutrientes, los 
resultados han mostrado que las diferencias en el crecimiento de las especies estudiadas 
fueron significativas en la mayoría de los distintos regímenes de P y N, pudiendo ser 
éstos un factor selectivo en la dominancia de dichas especies.  En los resultados de 
crecimiento de las especies por separado, se observó en primer lugar que, en el caso de 
las especies con heterocistos Tolypothrix penicillata y Nostoc carneum, a pesar de que 
en presencia de nitrato las diferencias no fueron muy marcadas, en el medio de cultivo 
la disminución en el crecimiento fue significativa cuando aumentaba la concentración 
de amonio. Al contrario, las especies Phormidum sp. y Leptolyngbya boryana 
presentaron un aumento en su crecimiento en ambos nutrientes, viéndose más 
favorecido en casi todas las concentraciones de amonio en comparación con el nitrato. 
Generalmente en cianobacterias, el orden de preferencia de la toma de los compuestos 
nitrogenados es el amonio, seguido del nitrato y urea (Wheeler y Kirchman, 1986; 
Shehawy y Kleiner, 2001). Varios estudios llegaron a la conclusión de que las especies 
de cianobacterias no fijadoras metabolizan bien ambos nutrientes, pero su fuente de 
nitrógeno preferida es el amonio siendo más competitivas bajo este nutriente (Blomqvist 
y col., 1994; Mitrovic y col., 2001). Por el contrario, Pfeiffer y Palinska (2002) y Choi y 
colaboradores (2003) encontraron al nitrato como fuente preferida de nitrógeno, en 
varias cepas marinas del género Phormidium y Spirulina, respectivamente. 
La respuesta diferencial de distintas especies a distintas concentraciones de 
nutrientes, ha sido descrita en diversos ecosistemas acuáticos. Así, en experimentos 
llevados a cabo en condiciones limitantes de N, se han encontrado distintos 
comportamientos dependiendo de las cianobacterias estudiadas. Por ejemplo,  
Synechococcus PCC 6301 no creció en condiciones limitantes de N, sobre todo, de N-
NH4+ (Ahlgren y Hyenstrand, 2003) y Oscillatoria simplicissima, aislada de un río 
sudafricano de características marcadas eutróficas, presentó una reducción en el largo de 
sus filamentos en respuesta a condiciones limitantes de N (Kruskopf y Du Plessis, 
2006), indicando una inhibición en el crecimiento, como ya había sido descrito también 
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en Anabaena affinis en condiciones de estrés de nutrientes (Smith y Gilbert, 1995). En 
experimentos de competencia, Phormidium tenue fue más susceptible a la limitación de 
N que Mycrocistis aeruginosa, dominando en altas concentraciones de este nutriente 
(Fujimonto y Sudo, 1997). En estudios realizados en especies fitoplanctónicas en un río 
australiano, M. aeruginosa también se encontró dominante cuando disminuyeron los 
nutrientes, mientras que cuando aumentaban los nutrientes dominaban ciertas especies 
de clorofíceas (Mitrovic y col., 2001). Por otro lado, Cylindrospermum stagnale 
(especie con heterocistos) creció mejor a bajas concentraciones de nitrato que 
Leptolyngbya foveolarum, dominando en estas condiciones, y por el contrario, L. 
foveolarum dominó a altas concentraciones (Van der Griten y col., 2004). 
En cuanto al fósforo, se le considera un nutriente esencial para el desarrollo de 
los organismos fotosintéticos, siendo además un nutriente limitante en las aguas 
fluviales. Cada especie requiere rangos de concentraciones diferentes de este nutriente 
para que su crecimiento sea óptimo (Schindler, 1977; Elser y col., 1990), siendo la 
disponibilidad de fósforo un factor importante en la determinación de la composición y 
abundancia de especies (Tilman y col., 1982). En estudios realizados por  Sabater y 
colaboradores (2003) en tapetes de cianobacterias en ríos, se observó que especies 
filamentosas pertenecientes al género Oscillatoria fueron el componente dominante 
dentro de la comunidad estudiada (en una proporción que osciló entre el 40-90%), en  
aguas con concentraciones altas de  fosfato (alrededor de 0.4 mg L-1), junto con 
concentraciones de nitrato de  3.9 mg L-1. Nuestros resultados mostraron en las especies 
estudiadas un comportamiento distinto con respecto al fósforo. Tolypothrix penicillata y 
Nostoc carneum tienen un crecimiento óptimo a concentraciones muy bajas de fosfato 
(0.2 mg L-1), mientras que Phormidum sp. y Leptolyngbya boryana, por el contrario, 
crecen mejor en concentraciones más altas de fosfato, hasta un crecimiento máximo a 
10 mg L-1, valor a partir del cual, el crecimiento fue significativamente menor. En todas 
las especies estudiadas, la concentración máxima de 100 mg L-1 de fosfato supuso una 
inhibición del crecimiento. 
Esta inhibición en el crecimiento a altas concentraciones de P ha sido descrita 
también en algunas cianobacterias. En un estudio llevado a cabo con dos cepas 
planctónicas de Synechococcus, ricas en ficoeritrina, se observó que no eran capaces de 
crecer en el medio de cultivo BG11 (con una concentración de 16.38 mg L-1 de fosfato), 
a no ser que esta concentración fuera reducida en un 30% (Ernst y col., 2005), a 
diferencia de otra cepa de Synechococcus rica en ficocianina, que presentó un 
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crecimiento significativo en esas concentraciones de P de dicho medio de cultivo. Estos 
resultados se relacionaron claramente con una mayor abundancia de una de estas cepas 
en la zona eufótica del lago Constanza donde el fosfato era mínimo (Gaedke y Weisse, 
1998; Ernst y col., 2005).  
Los valores óptimos de P dependen de cada especie, como se ha comentado 
también para el N. Pfeiffer y Palinska (2002) observaron que la concentración óptima 
para el crecimiento de seis cepas de Phormidium, aisladas de tapetes marinos, era de 20 
mg L-1 de fosfato. Oscillatoria sp., aislada de aguas residuales de una depuradora no 
creció por debajo de 3 mg L-1 de fosfato (Marco y Orús, 1998). Además, se han 
encontrado diferencias entre cepas aisladas del mismo ambiente, explicadas por la 
posible existencia de “micronichos” o diferencias ecofisiológicas. Así, dos cepas de 
Mycrocistis que presentaron distintos morfotipos, uno colonial y otro unicelular, 
mostraron distinto comportamiento frente al P. La forma colonial creció bien a bajas 
concentraciones de P, mientras que la forma unicelular vio inhibido su crecimiento en 
condiciones limitantes de P (Shen y Shong, 2007). Además, cepas tóxicas de 
Mycrocistis presentaron mayor crecimiento a altas concentraciones de P que las cepas 
no tóxicas, aunque ambas parecían tener también, un elevado requerimiento de N (Vézie 
y col., 2002). En experimentos de competencia, al igual que en nuestros resultados 
respecto a las especies Phormidium sp. y Leptolyngbya boryana, también Leptolyngbya 
foveolarum creció mejor, y por tanto, dominó a altas concentraciones de P, con respecto 
a Cylindrospermum stagnale (Van der Grinten y col., 2004). Planktothrix agardii (antes 
Oscillatoria agardii) abundante en muchos lagos eutróficos de Holanda, tampoco fue 
competitiva en condiciones limitantes de P, siendo desplazada en experimentos de 
competencia, por la proclorofita Prochlorothrix hollandice (Ducobu y col., 1998). 
Evidentemente, la concentración a la cual se observan estos fenómenos de 
inhibición en el crecimiento se ve modificada en los experimentos de competencia entre 
las especies. En nuestros resultados, el crecimiento observado en competencia es similar 
al de los casos individuales, salvo que se ha desplazado tanto la concentración de 
crecimiento máximo como de comienzo de los efectos de inhibición. Este fenómeno se 
debe a que la disponibilidad de fósforo es menor (los casos mezcla contienen el doble 
de biomasa que los individuales). En relación con esto último, Van der Grinten y 
colaboradores (2004) llegaron a la conclusión de que en monocultivos con una sola 
especie el crecimiento es mayor que en aquellos donde coexiste con una mezcla de 
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varias especies u organismos de características similares. Es de esperar ya que al 
compartir la misma cantidad de nutriente, disminuya el crecimiento de las especies.  
Se han sugerido distintos mecanismos de adaptación de las especies dominantes 
en medios oligotróficos. Por una parte, el mucílago (presente en ambos aislados) puede 
ayudar a sobrevivir a dichos organismos en medios pobres en nutrientes, ya que puede 
tener un papel importante en la captación y asimilación de nutrientes (Reynolds, 2007).  
Además, la capacidad de llevar a cabo una actividad fosfatasa cuando las 
concentraciones de P son bajas junto con una distinta utilización de las reservas de P, 
han sido descritas como estrategias fundamentales en organismos característicos de 
aguas oligotróficas (Whitton y col., 2005; Mateo y col., 2006; Ou y col., 2005; Shen y 
Song, 2007). Por lo tanto, en el medio donde el aporte de fósforo es variable e 
intermitente, las cianobacterias son capaces de reaccionar a los cambios en la carga de 
nutrientes regulando los mecanismos de absorción  y utilización de P para un 
crecimiento óptimo. 
En resumen, se puede afirmar que las distintas concentraciones de los nutrientes 
de N y P en el medio producen cambios en la estructura y composición de las 
comunidades, afectando así en la competencia de las especies tal y como ha sido 
sugerido previamente (Sommer, 1996; Fujimoto y Sudo, 1997).  Se han realizado 
numerosos trabajos en comunidades fitoplanctónicas, y apenas se han registrado en 
comunidades de cianobacterias bentónicas en ríos. Las cianobacterias son  consideradas 
como organismos muy heterogéneos cuyas diferencias en la adaptación y ecología 
podrían tratarse de manera individual más que como un grupo (Blomqvist y col., 1994). 
En este sentido, los resultados obtenidos aportan mayor información sobre los patrones 
de crecimiento de ciertas especies de cianobacterias bentónicas, y a la vez, apoyan la 
importancia de entender la dominancia de cada una de ellas según sus diferencias en la 
habilidad de la toma de nutrientes como en sus preferencias ecológicas, que a su vez, 
podrá proporcionar mayor información sobre el estado trófico en que se encuentran. 
Nuestros resultados han demostrado distintas respuestas de las especies seleccionadas a 
distintas condiciones de nutrientes. Estos resultados confirman y explican el hecho de 
que las especies fijadoras de nitrógeno T. penicillata y N. carneum dominaron en los 
puntos de muestreo con bajas concentraciones de nutrientes, mientras que las especies 
Phormidium  sp. y L. boryana dominaron bajo condiciones eutróficas-hipertróficas, 
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III. ANÁLISIS DE LA DIVERSIDAD DE CIANOBACTERIAS MEDIANTE 
TGGE.    
III.1. Introducción.  
Uno de los objetivos planteados en este trabajo consiste en la caracterización 
genética de la diversidad de las comunidades de cianobacterias localizadas en distintos 
puntos de muestreo del río Guadarrama, bajo un gradiente de eutrofización aguas abajo. 
Con el objetivo de comparar y analizar las posibles diferencias entre las comunidades a 
nivel estacional, se aplicó la técnica molecular TGGE.  
Los resultados obtenidos en el capítulo 1 junto con estudios previos realizados 
en nuestro grupo de investigación (Perona y col., 1998; Douterelo y col., 2004; Perona y 
Mateo, 2006) indicaban cambios tanto en la estructura como en la composición de las 
comunidades de cianobacterias en respuesta a un gradiente de eutrofización. Como 
consecuencia, la diversidad de cianobacterias disminuyó aguas abajo, aumentando la 
abundancia de algunas, proliferando las especies más tolerantes o mejor adaptadas 
(Douterelo y col., 2004) a altas concentraciones de nutrientes. Estos estudios realizados 
tanto de composición y estructura de comunidades de cianobacterias como de 
diversidad, están basados principalmente en técnicas tradicionales que consisten en una 
identificación taxonómica muy precisa de los individuos. Dichas técnicas conllevan un 
largo tiempo en el procesamiento de las muestras como los problemas derivados de la 
taxonomía de cianobacterias. En consecuencia, se hace necesario el desarrollo y posible  
aplicación de nuevas técnicas que optimicen la metodología y el tiempo empleado en la 
obtención de resultados. Las técnicas moleculares han sido aplicadas en la actualidad en 
la detección y caracterización de microorganismos en el medio ambiente (Cho y Tiedje, 
2002; Malik y col., 2008; Bates y col., 2010), siendo las técnicas de “fingerprinting” o 
huella molecular TGGE/DGGE, también muy utilizadas en el análisis de la diversidad 
en comunidades bacterianas en distintos ambientes (Fromin y col., 2002; Casamayor y 
col., 2002; Brinkmann y col., 2007) como también en estudios de dinámica de 
poblaciones a nivel espacio-temporal (Muyzer y Smalla, 1998; Beier y col., 2008).  
En nuestro estudio, la técnica TGGE nos permitió generar un perfil genético 
representativo de la comunidad de cianobacterias en los distintos puntos de muestreo, 
con la finalidad de obtener una huella genética característica de los mismos, con el 
objetivo final de su posible aplicación en un futuro en la biomonitorización de la calidad 
del agua en ríos. 




III.2. Análisis de los perfiles de TGGE de la región ARNr 16S. 
 
 Con el fin de observar las diferencias en la estructura y composición de las 
comunidades de cianobacterias entre los distintos puntos de muestreo, se generaron 
perfiles genéticos mediante la amplificación por PCR de los genes ARNr 16S (450 pb) 
presentes en el ADN del epiliton raspado, seguido de la separación específica de 
secuencias por medio de TGGE. Para este trabajo se  han realizado 50 geles de TGGE, 
con resultados similares para cada punto de muestreo y estación muestreada (resultados 
no mostrados) de los cuales se muestran los 8 geles de TGGE representativos de los 
distintos puntos de muestreo, correspondientes a las distintas estaciones climatológicas 
y a la aplicación de dos juegos de cebadores (CYA781Ra y CYA781Rb) (Fig. 45). Se 
utilizó un marcador de referencia con cultivos de cianobacterias aislados previamente 
con el fin de comparar los geles entre sí, y facilitar la identificación de bandas comunes. 
En los geles se representa cada punto de muestreo (GU1, GU2 y GU3) con tres réplicas 
en cada uno (A, B y C) que se corresponden con las tres piedras recogidas en cada punto 
de muestreo. El número de bandas encontrado está indicado en la parte inferior de las 
fotos de los geles de TGGE en cada réplica. La riqueza de bandas observada fue similar 
entre las réplicas (piedras distintas) en cada punto de muestreo. Además, se encontraron 
diferencias en los puntos de muestreo encontrándose mayor número de bandas aguas 
arriba (punto GU1) en todas las estaciones climatológicas (Fig. 44), como también 
diferencias a nivel estacional.  
 
Figura 44. Riqueza de bandas (número de genotipos) encontrados en los puntos de muestreo en 
cada una de las estaciones climatológicas estudiadas. 
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Figura 45. Análisis comparativo de los perfiles genéticos de TGGE de las muestras del epiliton del río Guadarrama. En los geles se representan los tres puntos de muestreo (GU1, GU2 
y GU3) con tres réplicas (piedras A, B y C) en las distintas estaciones climatológicas. (A). Perfiles de TGGE obtenidos con el par de cebadores CYA359–CYA781A, el cual amplifica 
principalmente cianobacterias heterocistosas y algunos géneros del orden Oscillatoriales; (B) utilizando los cebadores CYA359–CYA781B, los cuales amplifican mayoritariamente 
Chroococcales y Oscillatoriales. M= marcador. Las líneas situadas a la izquierda de la imagen marcan las distintas alturas o posiciones estandarizadas de las bandas encontradas.  
 




III.3. Análisis digital y estadístico de las bandas. 
  
 Una vez realizados los geles de TGGE en cada estación climatológica y 
aplicando dos juegos de cebadores, se llevó a cabo un tratamiento digital de cada uno de 
ellos. En primer lugar se estandarizaron en todos los geles las distintas posiciones de las 
bandas empleando el marcador de referencia con los cultivos aislados previamente, y su 
abundancia mediante la intensidad de cada una de las bandas. El análisis de los geles 
mostró un total de 490 bandas presentadas en 53 posiciones diferentes. Se recortaron un 
total de 400 bandas, de las cuales se amplificaron con éxito 200, que posteriormente 
fueron secuenciadas. 
Existen numerosos factores o componentes a estudiar dentro de este apartado 
(perfiles de bandas, riqueza de genotipos, diversidad, efecto de los nutrientes), y por ello 
se utilizaron una serie de parámetros y herramientas estadísticas para poder estimar la 
distribución de los datos obtenidos de los perfiles de TGGE. En primer lugar, se 
llevaron a cabo análisis de agrupamientos jerárquicos con las posiciones o alturas de las 
bandas encontradas en los distintos perfiles genéticos de los geles de TGGE. Las 
similitudes medias entre los perfiles genéticos de los tres puntos de muestreo fueron 
presentadas en dendogramas (Fig. 46), con el fin de evaluar diferencias entre perfiles 
genéticos. Como resultado, se obtuvo un dendograma donde aparecieron los tres puntos 
de muestreo agrupados en una serie de grupos. En primer lugar se reflejaron dos grupos 
principales y, por tanto, con perfiles de bandas distintos. El primer grupo lo formaron 
las distintas muestras del punto GU1 (oligo-mesotrófico) y dentro del mismo, se 
encontraron subgrupos que marcaron diferencias significativas estacionales (línea 
discontinua), separando la estación estival del resto (Fig. 46, subgrupo Ia). El segundo 
grupo principal está constituido por el bandeo correspondiente a los puntos de muestreo 
GU2 y GU3 (eutróficos-hipertróficos). Dentro del mismo, se formaron a la vez una serie 
de subgrupos que indicaron diferencias significativas estacionales en ambos puntos de 
muestreo (IIa, IIb, IIc y IId). En concreto, se agruparon los perfiles genéticos de otoño 
de ambos puntos de muestreo en el mismo subgrupo (IIb), pero a su vez, separados por 
subgrupo significativos. En relación al punto GU2, existieron diferencias significativas 
entre las estaciones de invierno y primavera en la mayoría de las réplicas (subgrupo IIc), 
mientras que los perfiles de verano formaron un grupo aislado junto con los del punto 
GU3 (subgrupo IId). En cuanto a este último punto de muestreo, mostró también 
diferencias a nivel estacional con grupos significativos en todas las estaciones 
climatológicas. 







Figura 46. Dendograma (UPGMA) obtenido del análisis de agrupamientos jerárquicos empleando 
el índice de Jaccard realizado con las posiciones de bandas de los distintos puntos de muestreo y las 
estaciones climatológicas muestreadas (O, I, P y V) derivadas de los perfiles genéticos, presentados 
en la figura 45. La línea discontinua representa el valor de corte para grupos significativos.  
 
 
 Con el fin de comprobar la influencia del gradiente de eutrofización aguas abajo 
sobre la diversidad de las comunidades de cianobacterias, se calculó el índice de 
Shannon-Weaver como medida de la diversidad empleando los distintos perfiles 
genéticos de cada punto de muestreo (Tabla 14). Para ello se utilizaron los datos tanto 
de riqueza de bandas (número de bandas en cada punto de muestreo, Fig. 44) como la 
intensidad de las mismas. Los resultados mostraron una disminución de la diversidad en 
las comunidades de cianobacterias aguas abajo, en la cual se encontraron diferencias 
significativas (ANOVA; p<0.05) entre los puntos GU1 con GU2 y GU3 en todas las 
estaciones menos en otoño, donde no se observaron diferencias entre GU1 y GU2. 
Comparando los valores de diversidad entre los puntos GU2 y GU3, no se encontraron 
diferencias significativas entre ambos. A nivel estacional también se observaron 
cambios en la diversidad, aunque sólo se encontraron diferencias significativas con 
respecto a la estación de verano, el resto no presentan diferencias significativas. 




Tabla 14. Valores del Índice de diversidad de Shannon-Weaver calculado a partir de los distintos 
perfiles de bandas de los geles de TGGE en cada estación climatológica. Se representan los valores 
medios y desviaciones estándar.   
 
                       Índice de Shannon-Weaver 
Punto de muestreo Otoño Invierno Primavera Verano 
GU1 3.31±0.30 3.50±0.13 3.47±0.16 3.10±0.09 
GU2 3.14±0.06 2.88±0.30 3.08±0.10 2.41±0.07 
GU3 2.89±0.13 2.79±0.12 3.07±0.03 2.40±0.23 
 
 Finalmente, se realizaron una serie de regresiones no lineales con el fin de 
estimar la relación entre el número de bandas y las concentraciones de nutrientes 
encontradas en los distintos puntos de muestreo (Fig.47).  
 
  
Figura 47. Análisis de regresiones no lineales entre el número de genotipos (número de bandas de 
TGGE) encontrados en los perfiles genéticos y las concentraciones de NID, PRS y conductividad 
















































































































































Según las gráficas obtenidas, se observó una disminución en el número de 
genotipos (bandas de TGGE) según aumentaban tanto la concentración de nutrientes 
(NID y PRS) como la conductividad. El modelo de regresión que mejor adaptó nuestros 
datos se correspondió con regresiones no lineales (ecuaciones polinomiales inversas de 
tercer grado) las cuales mostraron valores del coeficiente de correlación (r) 
correspondientes a 0.84, 0.90 y 0.89 respectivamente. Por lo tanto, el incremento en los 
nutrientes, que tiene una incidencia clara en el incremento de la conductividad, parece 
tener un efecto negativo en el número de genotipos aguas abajo. En el apartado III.5 de 
este capítulo, se mostrará el posible efecto de todas las variables ambientales en su 
conjunto en la distribución de las bandas, agrupadas en las posiciones marcadas (Fig. 
45). 
 
III.4. Análisis filogenéticos de las secuencias obtenidas. 
 
 Una vez visualizados los distintos patrones de bandas encontrados en los geles 
de TGGE,  se secuenciaron un total de 200 bandas, de las cuales 112 fueron utilizadas 
para el análisis filogenético. El resto de las bandas que no se pudieron utilizar fue 
debido a la formación de heteroduplex o errores en la secuenciación debido a la poca 
concentración del amplicón necesaria. 
 Para el análisis filogenético de las secuencias nucleotídicas del gen ARNr 16S 
(450 pb) correspondientes a las bandas de TGGE, se construyeron distintos árboles 
filogenéticos según los órdenes de clasificación taxonómica de las cianobacterias. Las 
secuencias obtenidas de las bandas se compararon con las de las bases de datos 
(GenBank), y aquellas secuencias que presentaron similitud con las bandas, fueron 
empleadas para la construcción de los árboles. Así, se construyeron dos árboles 
filogenéticos correspondientes al orden Chroococcales (Fig. 48) y otro relativo al orden 





Figura 48. Árbol filogenético de las secuencias del gen ARNr 16S (1200 pb) de las bandas de TGGE 
pertenecientes al Orden Chroococcales, procedentes de los perfiles obtenidos de las muestras de 
campo recogidas del río Guadarrama. Este árbol se construyó a partir de los análisis de neighbour-
joining (NJ), maximum-likelihood (ML) y maximum-parsimony (MP). Se muestran los valores de 
bootstrap mayores de 50%. Las secuencias determinadas en este estudio aparecen en negrita. El nº 
de acceso de las secuencias empleadas para la construcción de este árbol filogenético se indica 
después del nombre del taxón → 










Ambos árboles se realizaron mediante los métodos de neighbor-joining (NJ), maximum 
likelihood (ML) y maximum parsimony (MP), produciéndose una topología de los 
árboles muy similar, y por tanto, sólo se representaron los correspondientes al método 
NJ.   
En el árbol filogenético correspondiente al orden Chroococcales (Fig. 48) se 
observaron cinco grupos principales asociados a distintos géneros y especies de 
cianobacterias, compuesto a su vez, por 45 bandas de TGGE. El grupo principal se 
corresponde con el género Chamaesiphon sustentado a su vez por valores de boostrap 
altos.  Dentro de este cluster se encontraron distintos subgrupos pertenecientes a 
distintos genotipos de Chamaesiphon.  
El grupo A lo constituyó un elevado número de bandas procedentes en su 
mayoría del punto de muestreo GU1 (señalado en color verde en el árbol). Dentro de 
este grupo, se pudieron distinguir tres genotipos distintos (A1, A2 y A3). El genotipo 
A1 lo componen un conjunto de bandas con un gran soporte (93/97/85 para los análisis 
de NJ, ML y MP, respectivamente), cuyas identidades situaron dentro del 99.8 y el 100 
% de similitud. Cercano a este subgrupo, se ubicó el genotipo A2 soportado por valores 
de bootstrap muy elevados (99/99/97), compuesto por dos bandas localizadas en el 
punto GU2 (color azul). Ambos genotipos también se agruparon con cultivos aislados 
procedentes de puntos oligo-mesotróficos aguas arriba de los ríos Guadarrama y 
Guadalix (GU1 y GLX1) identificado como Chamaesiphon investiens. Los valores de 
similitud entre las secuencias de los cultivos aislados con el genotipo A1 fueron del 
96.7%, y con el A2 97.4%. Por último, el genotipo A3 está compuesto por un mayor 
número de bandas, todas procedentes del punto GU1 y con valores de similitud entre 
ellas del 98.4%. Comparando sus secuencias con los cultivos aislados citados 
anteriormente, se encontraron identidades del 97.4% de similitud. Los valores de 
similitud encontrados comparando los tres genotipos fueron los siguientes: A1 y A2 
97.7%, A1 y A3 entre 98.1-98.7% y por último, A2 y A3, 97.7%. Muy próximo a este 
grupo se situó el subgrupo B con valores de bootstrap altos compuesto 
mayoritariamente por bandas procedentes de los puntos GU2 y GU3. La similitud de las 
secuencias que componen este subgrupo se situó dentro del rango del 98.8 y el 99.5% 
de similitud.  El subgrupo C lo componen bandas procedentes del punto de muestreo 
GU3 (color rojo) con una similitud entre ellas del 99.3 y 99%, y con la banda más 
separada (BANDA 28 GU3 B  V) una similitud menor del 95.2%. Los valores de 
similitud observados entre el subgrupo B y C fueron del 94%, y entre el subgrupo C y 




los genotipos del A los valores fueron menores del 94.3%. Finalmente, las identidades 
entre el subgrupo B y los genotipos del A, oscilaron entre el 96.7-97.9% de similitud. 
El segundo grupo comprende las cianobacterias pertenecientes al aislado 
Aphanocapsa rivularis UAM 390 junto con la banda de TGGE  procedente del punto de 
muestreo GU3, agrupadas con un soporte muy elevado (100/100/100). La similitudes 
dentro del grupo oscilan entre el 99.5 y 100%. Otro grupo cercano a este último es el 
correspondiente a otra especie del mismo género, Aphanocapsa muscicola. Lo 
constituyeron secuencias propias de las bandas de TGGE del cultivo aislado 
identificado como A. muscicola UAM 385 y bandas procedentes de los puntos de 
muestreo GU3 y GU1, de este último en mayor proporción. Los porcentajes de similitud 
entre ellas oscilaron entre 99.1-100%, y con la secuencia del GenBank se obtuvo una 
similitud del 98.1%. Las identidades de ambos grupos fueron menores del 90% de 
similitud. El cuarto grupo lo representaron las secuencias pertenecientes a la especie 
Pleurocapsa minor junto secuencias de las bases de datos. En él se agruparon el cultivo 
aislado Pleurocapsa minor UAM 388, y su banda correspondiente junto con las bandas 
procedentes de los puntos GU1 y GU2. Los valores de similitud entre las secuencias 
oscilaron entre 95.8% con la  banda 3 GU1 A O y entre el 98.8 y 100% con el resto de 
ellas. El último grupo lo conforman las secuencias identificadas como Synechococcus 
elongatus agrupadas con un soporte de bootstrap elevado (99/84/98) procedentes tanto 
del GenBank como del cultivo aislado Synechococcus elongatus UAM 406. Los valores 
de identidad encontradas entre ellas fueron de 95.8 hasta el 96% de similitud. La banda 
correspondiente de TGGE procedió del punto de muestreo GU2. 
El segundo árbol filogenético construido se corresponde con aquellas bandas de 
TGGE pertenecientes principalmente al orden Oscillatoriales (Fig. 49). En él se 
observaron seis grupos asociados mayoritariamente a distintos géneros y especies de 
cianobacterias, compuesto por un total de 66 bandas. El primer grupo pertenece al 
género Pseudanabaena apoyado por un buen soporte de bootstrap (80/77/68). Está 
constituido por un gran número de bandas junto con secuencias del GenBank y el 
cultivo aislado identificado como Pseudanabaena catenata UAM 412. 
 
Figura 49. Árbol filogenético de las secuencias del gen ARNr 16S (1200 pb) de las bandas de TGGE 
pertenecientes al Orden Oscillatoriales, procedentes de los perfiles obtenidos de las muestras de 
campo recogidas del río Guadarrama. Este árbol se construyó a partir de los análisis de neighbour-
joining (NJ), maximum-likelihood (ML) y maximum-parsimony (MP). Se muestran los valores de 
bootstrap mayores de 50%. Las secuencias determinadas en este estudio aparecen en negrita. El nº 
de acceso de las secuencias empleadas para la construcción de este árbol filogenético se indica 
después del nombre del taxón → 










Todas las bandas extraídas fueron encontradas en los puntos GU2 y GU3.  El 
conjunto de bandas mostraron entre ellas valores de similitud del 99.5%, y con respecto 
al cultivo y las secuencias del GenBank, obtuvieron unas similitudes cercanas, pero por 
debajo del 95%, que podrían indicar que se tratan de géneros distintos. 
El segundo grupo lo constituyeron las bandas pertenecientes al género 
Phormidium, dentro del cual, se pudieron distinguir tres genotipos (A, B y C). Respecto 
al genotipo A, se agruparon las bandas procedentes mayoritariamente del punto GU1 
con un soporte elevado (94/68/57). Las identidades de este grupo de secuencias se 
correspondieron con valores entre 99.3-99.8% de similitud, junto con secuencias de las 
bases de datos del género  Phormidium procedentes principalmente de zonas polares. El 
genotipo B, situado muy cercano al anterior, lo formaron dos bandas encontradas en el 
punto GU2 agrupadas con un valor de bootstrap elevado (98/95/98). La similitud entre 
ambas secuencias fue del 100%, mientras los valores entre este subgrupo y el anterior 
fueron del 98%. El genotipo C lo formó una banda localizada en el punto GU3 junto 
con una de las secuencias encontrada en un tapete de Phormidium de dicho punto y 
cultivos aislados procedentes también del GU3, con otras extraídas del GenBank 
pertenecientes a los géneros Phormidium, Microcoleus y Oscillatoria (soporte: 
57/63/52). Las similitudes encontradas en este subgrupo se correspondieron con valores 
entre 99.3-100%. Comparando las similitudes de los tres genotipos (A, B y C), 
mostraron valores entre 98-98.4%. En el capítulo siguiente se estudiará en detalle las 
cianobacterias pertenecientes al género Phormidium desde un punto de vista 
morfológico, genético y ecológico. 
Dentro del árbol se encontraron también dos grupos con un elevado soporte 
pertenecientes al género Leptolyngbya. El primero estaba formado por bandas 
procedentes del punto GU1, junto con secuencias de las bases de datos y por el cultivo 
aislado identificado como Leptolyngbya nostocorum UAM 387. Las identidades entre 
las bandas con el cultivo fue del 99.3%, mientras que con el resto de las secuencias se 
correspondieron con valores del 97.6%. Por otro lado, el grupo identificado como 
Leptolyngbya boryana lo constituyeron bandas procedentes de los puntos GU2 y GU3 y 
secuencias de las bases de datos con valores de similitud entre el 99.5-100%. En él 
también se situaron las secuencias y la banda correspondiente al aislado Leptolyngbya 
boryana UAM 391 con elevados porcentajes de similitud.  
Otro grupo formado por un gran número de bandas se correspondió con 
secuencias de cianobacterias sin cultivar según las bases de datos, cuyos porcentajes de 





similitud fueron del 96- 98%. Igualmente, se formaron dos subgrupos (A y B) con 
similitudes entre ellos del 96.4%, mientras que entre las secuencias del mismo subgrupo 
las identidades fueron del 99.8% de similitud. Las bandas del subgrupo A se localizaron 
en su mayoría en el punto GU1, mientras que en el subgrupo B se observaron 
principalmente en los puntos GU2 y GU3. En relación al último grupo, las bandas 
encontradas se agruparon con un alto soporte (99/93/90) con secuencias asociadas 
principalmente a cloroplastos de rodofitas (Paralemanea annulata) y diatomeas 
(Cymbella diluviana), por lo que se piensa que se pueden corresponder con cloroplastos 
de dichas algas, observadas en el río. 
 
III.5. Distribución de los genotipos con respecto a las variables ambientales.  
 
 Una vez realizados los distintos análisis tanto de perfiles genéticos, diversidad 
de genotipos, regresiones con los nutrientes procedentes de los puntos de muestreo 
encontrados en el río Guadarrama y filogenia, se realizó un análisis final de datos de las 
comunidades de cianobacterias y su relación con los factores ambientales. Para ello, se 
aplicaron dos tipos de análisis de ordenación. Por un lado, se utilizó un análisis de 
correspondencia (CA) para ver cómo se distribuyen las especies dentro de los puntos de 
muestreo, y un análisis de correspondencias canónicas (CCA) para ver cómo afectan de 
los factores ambientales en la distribución de las especies. Los datos analizados se 
corresponden con las bandas (genotipos de cianobacterias) de los geles de TGGE en los 
diferentes puntos de muestreo, ordenados en una matriz compuesta por los valores de 
abundancia relativa (intensidad de las bandas) de cada banda, y de presencia/ausencia 
de las mismas. Por otro lado, se generó otra matriz con los datos de los factores 
ambientales medidos en campo en cada punto de muestreo y estación climatológica 
correspondientes a: oxígeno disuelto, nitrógeno inorgánico disuelto (NID), fosfato 
reactivo soluble (SRP), caudal, temperatura y conductividad.  
Los resultados correspondientes al análisis de correspondencias (CA)  se 
muestran en la figura 50. Los valores de los ejes explicaron el 38.3% de la varianza (el 
eje 1 explica un 20% y el eje 2 un 18.3%). Para discernir entre tantos puntos, se 
representaron los gráficos con los puntos de muestreo por separado (Fig. 50, A), y 
después agregando las posiciones de las bandas (Fig. 50, B). Como se muestra en la 
figura 50, los puntos de muestreo se separaron claramente, encontrándose el punto GU1 
en el cuadrante superior derecho, mientras que los puntos GU2 y GU3 se situaron en los 




cuadrantes inferiores. Las bandas se distribuyeron en pequeñas agrupaciones según los 
distintos puntos de muestreo.  
 
Figura 50. Análisis de correspondencia (AC) correspondientes a las posiciones de las bandas 
derivadas de los perfiles genéticos. Se muestra por separado la distribución tanto de  los puntos de 
muestreo (A) y a la vez, con las distintas posiciones de las bandas. 
 
A continuación, se  realizó un análisis de correspondencias canónicas (CCA) 
incluyendo las variables ambientales (Fig. 51). Los resultados de la ordenación canónica 
mostraron una distribución similar al obtenido por el CA, donde el porcentaje de la 
varianza explicada de la estructura de la comunidad (bandas) por los tres ejes fue del 
48.6 % (eje 1: 22.2%, eje 2: 14.6%, y eje 3: ) y el porcentaje de la varianza acumulada 
por la relación entre las especies (bandas) y las variables ambientales alcanza el 73.6% 
(eje 1:, eje2 : y eje 3:). Este porcentaje nos indica en nivel de predicción que se obtiene 
para explicar la dinámica de la estructura de las comunidades de cianobacterias a partir 
del conjunto de parámetros físico-químicos incluidos en este análisis. El test estadístico 
de Monte Carlo indicó que los factores abióticos se correlacionaron significativamente 
con el primer eje  (p<0.01), y también, el test de significación de todos los ejes 
canónicos fueron  igualmente significativos (p<0.01). El primer eje está principalmente 
definido por la temperatura, caudal y oxígeno disuelto (peso de las variables: 0.42, -
0.75, y -0.54, respectivamente), el segundo eje está correlacionado mayoritariamente 
por el oxígeno disuelto, temperatura y NID (peso: 0.67, -0.34 y 0.33) y, por último, el 





tercer eje está definido por la conductividad, PRS y NID (0.86, 0.76 y 0.75). El análisis 
permitió en primer lugar, delimitar los puntos de muestreo según sus parámetros físico-
químicos de tal manera que los puntos GU2 y GU3, se localizaron en los cuadrantes 
inferiores del gráfico, definidos por una gran carga de nutrientes, caudal y temperatura.  
 
Figura 51. Análisis de correspondencias canónicas (CCA) basado en las posiciones de las bandas 
derivadas de los perfiles genéticos de los geles de TGGE presentados en la figura 45, juntos con los 
datos de las variables ambientales. NID: Nitrógeno Inorgánico Disuelto; PRS: Fósforo Reactivo 
Soluble; O2 Dis: Oxígeno Disuelto.  
De forma contraria, el punto 1 quedó localizado en el sentido contrario 
(cuadrantes superiores) definidos principalmente por el oxígeno disuelto. Así mismo, se 
observó la separación de grupos de bandas (genotipos) según los puntos de muestreo  y 
las variables ambientales. 




Así, se observó la presencia de algunos grupos de bandas ubicadas en gran 
medida en el punto GU1 (grupo A) de características oligotróficas pertenecientes en su 
mayoría a las posiciones P1, P15, P18, P25, P40, P41 y P42, que según las secuencias 
de las bandas que las componen, se corresponden con los genotipos A1 y A3 del género 
Chamaesiphon según el análisis filogenético (Fig. 48). Junto a estas posiciones, se 
localizaron dos más (P50 y P51) cuyas bandas pertenecieron al género Phormidium, en 
concreto al genotipo A (Fig. 49). También se encontraron en las posiciones o alturas 
P53 y P32 secuencias asociadas a cloroplasto de diatomeas y también posiciones cuyas 
bandas que no tuvieron éxito en la reamplificación (P43 y P38).  
De igual manera, se observó un grupo de bandas situado a la derecha (grupo B), 
y cercano al punto GU1 V (en verano), relacionado posiblemente con un menor caudal 
ya que se encuentra situado en el lado opuesto de esta variable abiótica. Lo formaron las 
posiciones cuyas bandas fueron identificadas también dentro del género Chamaesiphon 
(P16 y P3) pero correspondientes al genotipo A2, A3 y B. Además, se encontraron 
secuencias identificadas como Leptolyngbya nostocorum (posición P30) según el 
análisis filogenético estudiado anteriormente. Existen un conjunto de ellas 
correspondientes tanto a cianobacterias sin cultivar (P39) y otras no secuenciadas (P5, 
P9, P14 y P44). 
Por otro lado, se observó la separación de un grupo muy amplio de bandas 
situadas en los cuadrantes inferiores del gráfico donde se localizan los puntos GU2 y 
GU3 marcados como grupo C, con altas concentraciones de nutrientes (NID y PRS), 
conductividad y caudal. Las posiciones de bandas encontradas se correspondieron según 
sus secuencias al género Phormidium, en concreto al genotipo B (P47) y C (P35) según 
el análisis filogenético (Fig. 49). También se observaron posiciones cuyas bandas se 
identificaron como Synechococcus elongatus (P37), Leptolyngbya boryana (P27 y P34), 
Pseudanabaena catenata (P27 y P49), Aphanocapsa rivularis (P12) y por último, 
Chamaesiphon sp., pertenecientes al genotipo C (P19). A la derecha de este grupo, se 
localizaron una serie de posiciones (grupo D), relacionadas con un aumento en la 
temperatura, cuyas bandas se identificaron como Pleurocapsa minor (P2 y P23), L. 
nostocorum (P33), Aphanocapsa muscicola (P45) y Chamaesiphon sp., pertenecientes 
al genotipo B (P17). Por último, se podría destacar aquellas posiciones de bandas 
situadas en el centro del gráfico cuya distribución no se puede definir en un punto de 
muestreo concreto, habiéndose encontrado posiblemente en todas ellas. Las bandas 
fueron identificadas como Pseudanabaena catenata (P48), Aphanocapsa rivularis 





(P20), Aphanocapsa muscicola (P46), Chamaesiphon sp. pertenecientes al genotipo B 
(P11 y P22) y al genotipo A1 (P21, P6 y el más alejado, P7). 
Con el objetivo de sintetizar toda la información obtenida tanto de los análisis de 
los perfiles genéticos, filogenéticos y de correspondencia canónica, a continuación se 
muestran los geles en detalle de cada estación de muestreo con aquellas alturas que han 
podido ser secuenciadas (Figs. 52 y 53). De tal manera podemos definir los patrones de 
bandas obtenidos inicialmente indicando a cada posición o altura las correspondientes 
cianobacterias encontradas a partir de sus secuencias. De las 53 posiciones halladas en 
todos los geles procesados, se han podido secuenciar un total de 42.  
Así, en las figuras se han agrupado con un cuadrado negro en la parte superior,  
aquellas posiciones que se corresponden con los distintos genotipos pertenecientes al 
género Chamaesiphon (posiciones 1, 3, 6, 7, 11, 15, 16, 17, 18, 19, 22, 25, 40, 41 y 42).  
Dentro de esta misma zona, se localizaron otras posiciones correspondientes a las 
especies Aphanocapsa rivularis (P12), A. muscicola (P45 y P46) y Pleurocapsa minor 
(P2 y P23), todas ellas pertenecientes al orden Chroococcales. Todas ellas se localizaron 
en todos los puntos, pero mayoritariamente se observaron en el punto GU1 y en menos 
abundancia en GU2 y GU3, excepto la banda correspondiente a A. rivularis encontrada.  
Las posiciones encontradas en la parte inferior de las figuras se corresponden 
con aquellas bandas pertenecientes al orden Oscillatoriales, a excepción de la posición 
37 (posicionada solamente en GU2 y GU3) cuya banda se identificó como 
Synechococcus elongatus según el análisis filogenético. El resto de las posiciones 
pertenecieron a distintos géneros como se indica a continuación. En las posiciones 50 y 
51 se identificaron cuatro bandas correspondientes al género Phormidium, en concreto 
al genotipo A (Fig. 49), encontradas en el punto GU1, y en menor proporción en el 
GU2. Las posiciones 48 y 49 se identificaron como Pseudanabaena catenata, 
apareciendo en todos los puntos de muestreo. Cercanas a estas últimas se localizaron las 
posiciones 27 y 34 correspondientes a Leptolyngbya boryana en todos los puntos, pero 
mayoritariamente en GU2 y GU3. En cuanto a las posiciones 30 y 33 se 
correspondieron con la especie  Leptolyngbya nostocorum, encontradas únicamente en 
el punto GU1. Por último, en la posición 35 se encontró una banda correspondiente al 
género Phormidium, en concreto al genotipo C, localizado en GU2 y con mayor 
abundancia en GU3. 






Figura 52. Perfiles genéticos realizados con geles de TGGE representando cada punto de muestreo 
(GU1, GU2 y GU3) en las estaciones de otoño e invierno.  







Figura 53. Perfiles genéticos realizados con geles de TGGE representando cada punto de muestreo 
(GU1, GU2 y GU3) en las estaciones de primavera y verano.  
 






El objetivo de este estudio fue evaluar los cambios de  la estructura y 
composición de comunidades bentónicas de cianobacterias del río Guadarrama bajo un 
gradiente de eutrofización aguas abajo. Esto fue llevado a cabo mediante la exploración 
de los perfiles genéticos por TGGE del gen ARNr 16S del epiliton, secuenciación y 
análisis de datos.  En nuestro análisis se encontraron distintos genotipos presentes en las 
comunidades de cianobacterias en cada punto de muestreo generando unos patrones o 
perfiles de bandas característicos en cada punto. Este patrón de bandas representa una 
huella genética de la comunidad, la cual nos permite realizar comparaciones directas 
entre las distintas muestras.  
Los análisis de agrupamiento realizados con los perfiles genéticos mostraron en 
primer lugar, diferencias entre los puntos de muestreo y también, a nivel estacional. En 
segundo lugar, se observó una disminución de la diversidad de las comunidades de 
cianobacterias aguas abajo, tal y como se observaron en estudios previos realizados en 
este río (Rodríguez y col., 2007). Esta reducción de la diversidad se vio correlacionada 
con un incremento en la carga de nutrientes, probablemente en relación con la ausencia 
de especies sensibles que fueron desplazadas en las localidades más contaminadas por 
genotipos más competitivos.  
El análisis filogenético de las distintas bandas, separó distintos grupos que se 
correspondieron con genotipos de distintos puntos de muestreo relacionados a su vez 
con distinta calidad del agua. Así, dentro el grupo del Chamaesiphon se podía distinguir 
ciertos genotipos característicos que aparecieron solamente en el punto GU1. Sin 
embargo, otros procedieron de los puntos de muestreo aguas abajo de características 
eutróficas-hipetróficas. Esto ocurría de igual manera con distintos genotipos de 
Phormidium, que se correspondieron con especies de distintas de condiciones tróficas. 
Por otra parte, las bandas cuyas similitudes se correspondían con la secuencia obtenida 
para el aislado Leptolyngbya nostocorum, se encontraron solamente en el GU1, a 
diferencia de las bandas correspondientes a L. boryana que aparecieron aguas  abajo. De 
la misma manera, se encontraron distintos genotipos, que no se pudieron asociar con 
ningún morfotipo determinado por no encontrarse secuencias similares en la bases de 
datos ni en los cultivos (Fig. 49, grupo cianobacterias sin cultivar), pero si parecen  
mostrar una distribución diferencial. Se encontraron un grupo de bandas que 
aparecieron  principalmente aguas arriba, y otro que apareció aguas abajo. Estos 
resultados reflejaron inicialmente, posibles diferencias en la estructura y composición 





de las comunidades de los distintos puntos de muestreo, así como la diferenciación de 
genotipos según sus exigencias ecológicas. Así, nuestros resultados observados en los 
análisis multivariantes (CA y CCA) confirmaron las diferencias en los perfiles genéticos 
(patrones de bandas) entre los puntos de muestreo con diferencias en el estado trófico de 
las aguas. Esas diferencias encontradas en los perfiles se reflejaron en cambios tanto en 
la estructura como en la composición de las comunidades de cianobacterias. En 
concreto, el punto aguas arriba (GU1) presentó una comunidad de cianobacterias con un 
gran número de individuos pertenecientes al orden Chroococcales cuya presencia ha 
sido descrita en ambientes de características oligotróficas (Douterelo y col., 2004; 
Perona y Mateo, 2006; Dorador y col., 2008; Morales, 2010; Carmona y col., 2011), en 
concreto formado por genotipos identificados como Chamaesiphon (genotipo A) en 
gran proporción, Aphanocapsa muscicola y Pleurocapsa minor. El número de 
representantes pertenecientes al orden Oscillatoriales fue menor, con la presencia de 
genotipos identificados como Leptolyngbya nostocorum y del género Phormidium 
perteneciente al genotipo A, según el análisis filogenético realizado. Por el contrario, en 
los puntos situados aguas abajo (GU2 y GU3) y en mayor proporción en el GU3, se 
observaron una mayor abundancia de cianobacterias pertenecientes al orden 
Oscillatoriales como son los genotipos identificados como Pseudanabaena catenata, 
Leptolyngbya boryana y representantes del género Phormidium, en concreto al genotipo 
B y C, confirmando los resultados de los análisis filogenéticos. Además, también se 
encontraron la presencia de algunas cianobacterias del orden Chroococcales como 
Synechococcus elongatus y Aphanocapsa rivularis las cuales también aumentan su 
abundancia en ambientes eutróficos (Douterelo y col., 2004; Morales, 2010; Carmona y 
col., 2011). Estos resultados concuerdan con los observados en el capítulo 1 relativo a la 
abundancia de las especies observadas al microscopio y en placa de las muestras del 
raspado del epiliton, y a su vez, con los resultados previos encontrados en trabajos 
anteriores que observaron cambios en la estructura y composición en la comunidades de 
cianobacterias bajo un gradientes de eutrofización (Perona y col., 1998, 1999; Douterelo 
y col., 2004). La abundancia de las cianobacterias depende en gran medida de factores 
climáticos y ambientales. Si se consigue entender los factores que regulan su presencia, 
se utilizaría como base en el control de su abundancia y su posible uso como 
indicadores del estado trófico del agua. En nuestro estudio, se han observado genotipos 
(relativos a los géneros Chamaesiphom, Phormidium) que han mostrado variaciones en 
la respuesta a variables ambientales como el caudal, la concentración de nutrientes (NID 




y PRS), así como a las variaciones en el oxígeno disuelto. Estos resultados coinciden 
con aquellos observados en estudios realizados en lagos eutróficos (Rajaniemi-Wacklin 
y col., 2008; Schiaffino y col., 2009) y en trabajos similares en ríos (Figueiredo y col., 
2007; Anderson-Glenna y col., 2008) donde se han observado la dominancia de grupos 
de distintos genotipos principalmente relacionadas con  nutrientes (NID y PRS) así 
como con el oxígeno disuelto.  
Por otra parte, los resultados obtenidos con la técnica molecular de 
“fingerprinting” o huella genética, han mostrado una mayor diversidad que las 
observaciones morfológicas realizadas a través de microscopía, tal y como ya se ha 
observado anteriormente en otros estudios (Nübel y col., 1997; Taton y col., 2003; 
Turicchia y col., 2005). Las secuencias obtenidas mediante la técnica TGGE, en general 
se correspondieron con las cianobacterias encontradas en las observaciones 
microscópicas de las muestras naturales. Sin embargo, aunque el análisis de TGGE 
mostró la mayoría de los morfotipos más abundantes de las muestras naturales 
procedentes del epiliton, existió un grupo de cianobacterias pertenecientes al orden 
Nostocales que no se apreció mediante TGGE, y sí en las observaciones al microscopio. 
La causa de esta pérdida de información puede ser debido, entre otras limitaciones, a la 
presencia de abundante mucílago rodeando a los filamentos y colonias, tal y como 
revelaron tanto las observaciones microscópicas y los correspondientes aislados, que 
dificulta en gran medida la extracción de ADN, fenómeno también observado en otros 
estudios de comunidades de cianobacterias en suelos polares (Taton y col., 2003; 
Turicchia y col., 2005). También puede ser debido a que las posibles bandas 
correspondientes a las cianobacterias heterocistosas, fueran muy finas e imposibles de 
extraer como se ha observado en otros estudios de fijación de nitrógeno en suelos 
degradados (Maestre y col., 2006). Otra de las razones probables podría ser que la 
presencia de algunas de las especies heterocistosas es menor del 1%, valor que se 
corresponde con el límite de detección de la TGGE (Muyzer y col. 1993). De igual 
manera, el análisis de las comunidades basándonos sólo en las técnicas clásicas de 
identificación morfológica, ofrece resultados parciales debido a que muchos morfotipos 
son difíciles de visualizar y de identificar en las muestras naturales y también, 
complicados de aislar en el laboratorio. En nuestro estudio, se encontraron cinco 
genotipos pertenecientes al género Chamaesiphon, mientras que en las identificaciones 
morfológicas realizadas al microscopio sólo se identificaron dos morfotipos. Por otra 
parte, gracias al aislamiento de algunas especies descritas en el capítulo 1 con el fin de 





realizar estudios fisiológicos, ha sido posible la identificación de  muchas de las bandas, 
hecho que no siempre sucede con éxito (Casamayor y col., 2000). Dadas las 
limitaciones de ambas técnicas, hay que destacara la importancia de integrar tanto la 
información morfológica como molecular, con el fin de tener una visión más completa 
de la comunidad de estudio.  
Desde un punto de vista ecológico, es muy importante relacionar si los mismos 
aislados son representantes dominantes en el medio, o al contrario, si son  individuos 
minoritarios, lo que supone una información imprescindible para el seguimiento de 
cambios en la composición de las comunidades. Sin embargo según las bases de datos, 
se encontró un gran número de bandas correspondientes a cianobacterias y bacterias sin 
cultivar, como se ha observado en muchos trabajos que han aplicado la técnica 
TGGE/DGGE (Tuomainen y col., 2006; Roeselers y col., 2007; Dorador y col., 2008; 
Lemke y col., 2009). Esto podría ser debido a la escasa información de identificación de 
especies, debido al hecho de que los organismos que han podido ser aislados y 
cultivados hasta la fecha representan sólo una pequeña fracción de la diversidad 
microbiana (Ward y col. 1990; Felske y col. 1998). Esto resalta de nuevo la necesidad 
de estas técnicas integrando la información morfológica de los individuos para facilitar 
el trabajo de descripción de comunidades microbianas.  
Cabe destacar la importancia de los estudios polifásicos en los análisis de 
comunidades de cianobacterias con el fin de integrar toda la información, tanto 
fenotípica como genotípica, y aportaciones sobre la ecología de los componentes de las 
mismas. Esta información en nuestro caso, puede ser aplicada en la biomonitorización 
de la calidad del agua en los ríos. Los estudios realizados en aguas continentales 
basados en diversidad de cianobacterias mediante técnicas moleculares, se centran en su 
mayoría en ambientes lénticos como lagos y embalses (Casamayor y col., 2000; Boutte 
y col., 2005; Rajaniemi-Wacklin y col., 2008; Schiaffino y col., 2009). Mientras, los 
estudios realizados en ríos son más escasos (Dorador y col. 2008), si bien, van 
incrementándose aquellos basados en comunidades bacterianas en biofilms (Brümmer y 
col., 2003; Roeselers y col., 2007; Anderson-Glenna y col., 2008; Lemke y col., 2009).  
Actualmente, existen estudios basados en comparaciones de comunidades 
microbiológicas en biofilms en ríos, con el fin de evaluar y caracterizar las respuestas 
ecológicas de dichas comunidades según la calidad de las aguas (Vinten y col., 2011). 
Los biofilms bentónicos en ríos están compuestos por comunidades muy diversas 




(algas, bacterias, cianobacterias) adheridas a diversos sustratos. Existen muchos factores 
que afectan a su composición como la adición de nutrientes en río oligotróficos (Mc 
Cormick y Stevenson, 1991; Slavik y col., 2004; Stevenson y col., 2008), temperatura 
(Olapade y Lefff, 2004), caudal (Besemer y col., 2007), intensidad de la luz (Franken y 
col., 2005), entre otros, que afectan al crecimiento y a la estructura de la comunidad del 
biofilm. Los parámetros físico-químicos como la concentración de nutrientes (OECD, 
1982; USEPA, 2000; Directiva 2000/60/CE) son poco concluyentes para justificar su 
uso exclusivo en la predicción del estado ecológico. Los estudios basados en la 
composición de los biofilms son una herramienta más robusta a la hora de reflejar el 
estado ecológico de las aguas. Varios autores apoyan el uso de técnicas moleculares 
(perfiles genéticos de las comunidades) en paralelo, junto con otro tipo de análisis 
(pigmentos, fotosíntesis, riqueza específica, etc.) para la estimación del estado trófico de 
las aguas (Biggs y Smith, 2002; Dorigo y col., 2005; Ricart y col., 2009). Como se ha 
comentado en la introducción de este trabajo, existen numerosos índices para la 
evaluación de la calidad de las aguas, en concreto el más utilizado es el índice trófico 
basado en diatomeas (TDI) que supone un tiempo considerable en su aplicación, y sólo 
se considera un componente de la comunidad bentónica (Vinten y col., 2011). 
Las técnicas de PCR junto con TGGE/DGGE son herramientas muy útiles que 
permiten obtener una visión global de la diversidad en comunidades microbianas con 
numerosas muestras (Ferrari y Hollybaugh, 1999), y particularmente con juegos de 
cebadores específicos (Díez y col., 2007). Varios estudios han demostrado que la 
exploración de clones por DGGE o TGGE es una fórmula eficiente y conveniente para 
detectar y recuperar las secuencias predominantes en una muestra (Felske y col., 1998; 
Bano y Hollibaugh, 2000). Sin embargo, se han discutido ciertas limitaciones que 
pueden producir sesgos en los análisis y por tanto, una interpretación errónea de los 
datos, como por ejemplo, extracción  ineficiente del ADN, formación de artefactos en la 
PCR,  la amplificación diferencial de aquellas especies cuyo ADN es el más abundante 
o co-migración de fragmentos diferentes de ADN (Wintzingerode y col., 1997; 
Sekiguchi y col., 2001; Becker y col., 2000; Kisand y Wikner, 2003; Nikolausz y col., 
2005). En el presente estudio se han minimizado dichos sesgos empleando un método 
de extracción de ADN específico de suelos modificado para cianobacterias bentónicas, 
posterior purificación del extracto, amplificación con cebadores específicos de 
cianobacterias (Boutte, y col., 2006) y análisis de los productos resultantes en 
búsquedas de artefactos. Dado que empleando la técnica TGGE, amplicones con 





idéntica longitud migran en función de su estructura primaria y composición 
nucleotídica específica, las bandas con idéntica movilidad electroforética fueron 
definidas como pertenecientes al mismo genotipo/especie (Heuer y col., 1997; Díez y 
col., 2001). En el presente estudio se recortaron y amplificaron un mínimo de tres 
bandas situadas a la misma altura, con el fin de confirmar que su posición, debido a 
posibles co-migraciones de distintos fragmentos, era fiable tanto en el mismo gel como 
en distintos. Las similitudes encontradas entre secuencias posicionadas a la misma 
altura fueron entre el 99-100% y en la mayoría de las bandas obtuvimos secuencias casi 
idénticas también en el seguimiento temporal de las comunidades, indicando que las 
bandas que tenían la misma posición en los geles se correspondían con un mismo 
genotipo, tal y como ha sido descrito también en otros estudios (Casamayor y col., 
2002; Roeselers y col., 2007; Schiaffino y col., 2009).  Los resultados de este estudio 
han confirmado mediante TGGE diferencias en la diversidad en las comunidades 
epilíticas de cianobacterias en el río Guadarrama bajo un gradiente de eutrofización, con 
resultados muy similares encontrados en estudios realizados en paralelo en el río 
Guadalix, dentro de la comunidad de Madrid (Morales y col., 2010). De igual manera, 
se ha observado la influencia de las variables ambientales en la composición de la 
comunidad de dichos organismos, que se podría traducir en respuestas a cambios del 
estado trófico de las aguas. Se podría concluir que los resultados obtenidos de los 
distintos perfiles realizados con la técnica TGGE, reflejaron en gran medida los 
resultados tanto de microscopía como de cultivo de las muestras estudiadas, así como el 
análisis filogenético. De igual manera, se pudo comprobar en todas las estaciones 
analizadas un descenso en la diversidad aguas abajo, en relación con un aumento en la 
eutrofización a lo largo de los puntos de muestreo. Por lo tanto, se podría considerar 
esta técnica molecular una herramienta válida, al mostrar diferencias claras en la 
diversidad de las comunidades de cianobacterias y, complementar las técnicas clásicas 
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IV. ESTUDIO POLIFÁSICO DE MUESTRAS NATURALES Y CEPAS 
AISLADAS  DE LOS GÉNEROS PHORMIDIUM Y OSCILLATORIA. 
IV.1. Introducción.   
  Como se ha comentado en la introducción, las cianobacterias son 
microorganismos ampliamente distribuidos y se encuentran abundantemente tanto en 
ecosistemas acuáticos como terrestres (Whitton y Potts, 2000).  Miembros del Orden 
Oscillatoriales, especialmente aquellos del género Phormidium Ktüzing ex Gomont 
1892, tienen una distribución geográfica muy amplia y comprenden a la vez morfotipos 
muy variados, los cuales son dominantes en tapetes microbianos tanto en agua como en 
suelos (Komárek y Anagnostidis, 2005). Se ha sugerido que la variabilidad entre los 
distintos morfotipos puede ser debido a distintas adaptaciones a diferentes condiciones 
ambientales (composición en nutrientes, caudal, pH, temperatura, etc.) incluyendo 
diferencias en aspectos bioquímicos y fisiológicos. La distinción de grupos dentro del 
orden Oscillatoriales ha preocupado durante mucho tiempo a los taxonomistas, 
especialmente cuando se observó que los caracteres empleados para distinguir estos 
géneros (por ejemplo la presencia o ausencia de vainas, vacuolas de gas, tricomas 
atenuados hacia el final, forma de las células terminales) están normalmente 
influenciados por las condiciones ambientales (Whitton, 2002). Se han realizado 
numerosos intentos empleando criterios morfológicos, ultraestructurales, contenido de 
pigmentos o análisis de las secuencias de ADNr 16S para solucionarlo (Casamatta y 
col., 2005; Porta y Hernández-Mariné, 2005; Marquardt y Palinska, 2007; Palinska y 
Marquardt, 2008), pero su taxonomía se sigue considerando hoy en día problemática. 
Komárek y Anagnostidis (2005) basándose en criterios morfológicos, citológicos 
y ultraestructurales realizaron una profunda revisión del grupo y definieron nuevos 
géneros, algunos de los cuales también se han aceptado en la última versión del 
Bergey’s Manual (2001), sin embargo, no aparecen otros géneros como Schizothrix y 
Phormidium. Castenholz y col. (2001) basándose en los análisis de las secuencias de 
ADNr 16S mostró que el grupo de Oscillatoriales no es coherente filogenéticamente, 
habiendo géneros polifiléticos como el de Oscillatoria. 
Muchos autores consideran de gran importancia integrar estudios morfológicos 
tradicionales junto con análisis genéticos (estudios polifásicos) para resolver las 
cuestiones taxonómicas tan controvertidas (Wilmotte, 1994; Komárek y Kastovský, 
2003; Garcia-Pichel y col., 2001; Taton y col., 2006).  




El objetivo de este apartado se centra en el estudio polifásico tanto de muestras 
naturales como de cultivos aislados procedentes de distintos ríos (Guadarrama, 
Guadalix, Manzanares y el arroyo Mediano) ubicados en la Comunidad de Madrid. Se 
pretende caracterizar, tanto a nivel morfológico y genético, la diversidad de distintas 
poblaciones en su mayoría del género Phormidium, representativas de los ríos de la 
región de Madrid. 
IV.2. Características físico-químicas de los ríos. 
Para llevar acabo los objetivos de este estudio, se muestrearon cinco puntos de 
referencia de los ríos Guadarrama, Guadalix, Manzanares y el arroyo Mediano 
localizados en la Comunidad de Madrid, con distinta calidad del agua de acuerdo a su 
estado trófico. La descripción de las características físico-químicas de cada punto de 
muestreo se resume en la tabla 15. Se observaron claras variaciones en el contenido en 
nutrientes entre las diferentes aguas analizadas en este estudio.  
Los niveles mayores de nutrientes se encontraron en el río Guadarrama (punto 
GU3) seguido por los valores del río Guadalix (GLX3), Manzanares, Guadalix-GLX1 
(en la cabecera del río) y finalmente con los valores más bajos, corresponden al arroyo 
Mediano. Las concentraciones más altas de P-PO4
3-
 (PRS) fueron detectadas en el punto 
de muestreo del río Guadarrama (GU3), las cuales pudieron ser atribuidas a vertidos 





 indicando posiblemente la presencia continua de vertidos en esta área 
en concreto.  
Otras diferencias a destacar en relación con las diferencias en la calidad de las 
aguas son las relativas a los valores de oxígeno disuelto encontrados en los distintos 
puntos de muestreo. Los valores más elevados  se correspondieron con los ríos 
Manzanares y Mediano, seguido del punto aguas arriba del río Guadalix. Los valores 
más bajos fueron encontrados en el río Guadarrama seguido del río Guadalix, ambos 
aguas abajo. De igual manera, y también en relación con los distintos niveles de 
concentración, los valores de conductividad encontrados fueron diferentes, 
encontrándose los valores más altos en los ríos Guadarrama y Guadalix aguas abajo,  y 
los valores más bajos en los puntos de muestreo de los ríos Mediano y Manzanares 
seguido del río Guadalix aguas arriba. Los valores de pH se encontraron dentro de la 
neutralidad y los valores de temperatura dependieron de la estación climatológica.





Tabla 15. Principales características físico-químicas del agua en cada punto de muestreo en los ríos Guadarrama, Guadalix, Manzanares y arroyo 
Mediano. 
 
 Río Guadarrama               Río Guadalix Río Manzanares Arroyo Mediano  
        GLX1         
(aguas arriba) 
     GLX3  
(aguas abajo) 
  
Temperatura del agua (ºC) 18.6 12 14 3.3 9.7 
Conductividad (µS cm 
-1
) 640 73 515 13.5 16.5 
Oxígeno disuelto (% saturación) 70.3 103 89.7 105 105 

























) 97 152 11 4.3 4.2 
 
 





El valor más bajo se encontró en el punto de muestreo aguas arriba del río Manzanares, 
localizada en zona de montaña.  
De acuerdo con estos resultados, se estableció el estado trófico de cada uno de 
los puntos analizados según el límite de fósforo reactivo soluble (PRS) descrito por 
distintos autores (Álvarez-Cobelas, 1992; Kelly y Whitton, 1998). Así, se localizaron 
distintas condiciones ambientales designadas como hipertróficas en el punto aguas 
abajo en el río Guadarrama, eutróficas en el río Guadalix aguas abajo,  mesotróficas en 
el río Manzanares, condiciones oligo-mesotróficas en el río Guadalix aguas arriba, y por 
último condiciones oligotróficas en el arroyo Mediano. 
 
IV.3. Caracterización morfológica y ultraestructural. 
             
 Se llevó a cabo una caracterización a nivel morfológico de siete tapetes de 
cianobacterias recogidos en los ríos descritos anteriormente y de seis cepas aisladas a 
partir de dichas muestras. Las observaciones microscópicas (Fig. 54 y Fig. 55) 
confirmaron su posición taxonómica dentro del Orden Oscillatoriales, y en su mayoría 
pertenecientes al género Phormidium, aunque se encontraron representantes del género 
Oscillatoria entre uno de los tapetes formado mayoritariamente por distintas cepas del 
género Phormidium. Las características morfológicas estudiadas (dimensiones celulares, 
forma de la célula apical, presencia de caliptra, etc.) se resumen en la tabla 16. El 
estudio morfológico permitió identificar cinco morfotipos distintos, los cuales se 
describen a continuación. 
El morfotipo más abundante (Morfotipo I, Fig.54, A-F) se observó en los tapetes 
recogidos en los ríos Manzanares, así como en el Guadalix y Guadarrama (tapete 
Phormidium GU3), ambos aguas abajo, así como en las cepas Phormidium 2TGU3 
(aislado a partir del tapete del Guadarrama aguas abajo) y Phormidium BGU3 aislado 
previamente del raspado del biofilm del mismo punto de muestreo cuatro años antes 
(Fig. 54, fotos D y E-F, respectivamente). Dichas muestras presentaron una morfología 
muy similar, con variaciones en el ancho celular definido en un rango entre 5.8 a 8 µm, 
con células no constrictas,  forma cónica de las células apicales, y con la presencia de 
vaina y caliptra, que se podría corresponder con las características taxonómicas 
descritas para Phormidium autumnale. Sin embargo, en los resultados de microscopía 
electrónica (MET) se observaron diferencias ultraestructurales principalmente en la 
disposición de los tilacoides en tres representantes de dicho morfotipo (Fig. 55). 




Figura 54. Morfología de los tapetes encontrados y las cepas aisladas. (A) Phormidium MNZ; (B) Phormidium autumnale GLX3; (C) Phormidium BGU3 visto en el 
tapete (D) Phormidium 2TGU3 UAM 396; (E) Phormidium BGU3, primer aislamiento y  (F) el aislado en su morfología actual; (G, H e I) P. terebriforme visto en el 
tapete y los dos aislados 3TGU3 y 5TGU3, respectivamente. Escala=10 µm. 
 




Figura 54. Continuación. (J, K y L) Oscillatoria tenuis vista en el tapete, y los dos aislados 1TGU3 y 4TGU3, respectivamente; (M-N) Tapete P. aerugineo-caeruleum 
MED; (O) Tapete P. aerugineo-caeruleum MNZ; (P) Tapete Phormidium corium MED; (Q y R) Tapete Phormidium corium GLX1. Escala=10 µm. 
 






















Muestras naturales (Tapetes)          
Phormidium GU3 
  Morfotipo I 
  Morfotipo II 




























     Hipertrófico 




5.8-6.6 2.6-3.7 Cónica + Verde azulado Ic Eutrófico 
Phormidium MNZ - Río Manzanares  5.2-6.4 2.3-6 Cónica + Marrón Ib Mesotrófico 
Phormidium aerugineo-caeruleum MED - Arroyo Mediano 6-7 6-8 Redondeada - Verde azulado IV Oligotrófico 
Phormidium aerugineo-caeruleum MNZ - Río Manzanares 6-7 7-8.8 Redondeada - Verde azulado IV Mesotrófico 
Phormidium corium MED - Arroyo Mediano 3-4.2 4-7 Redondeada - Verde azulado V Oligotrófico 
Phormidium corium GLX1 - 
Río Guadalix 
(cabecera) 
2.8-3.8 3-4.3 Redondeada - Verde oscuro V Oligo-mesotrófico 
Cepas aisladas          
Phormidium BGU3 UAM 361 Río Guadarrama 5-6.7 2.3-5.3 Cónica + Verde azulado Ia Hipertrófico 
Phormidium 2TGU3 UAM 396 Río Guadarrama  6.6-8 3.3-6.6 Cónica + Marrón Ia Hipertrófico 
Phormidium terebriforme 3TGU3 UAM 408 Río Guadarrama 3.3-4.8 1.8-2.6 Curvada - Verde azulado II Hipertrófico 
Phormidium terebriforme 5TGU3 UAM 409 Río Guadarrama 3.3-4.8 1.8-2.6 Curvada - Verde azulado II Hipertrófico 
Oscillatoria tenuis 1TGU3 UAM 410 Río Guadarrama 3.5-5.8 1.3-2 Achatada - Verde azulado III Hipertrófico 
Oscillatoria tenuis 4TGU3 UAM 411 Río Guadarrama 3.5-5.8 1-2 Achatada - Verde azulado III Hipertrófico 
*UAM, Colección de cultivos UAM, Universidad Autónoma de Madrid, Spain. 
 






Figura 55. Microfotografías de la ultraestructura realizadas por microscopía electrónica de transmisión 
(MET) de los aislados Phormidium BGU3 (A-B), Phormidium 2TGU3 (C-D) y de la muestra natural 
correspondientes a Phormidium autumnale GLX3 (E-F). 





En el caso de los aislados Phormidium BGU3 y Phormidium 2TGU3, los tilacoides 
mostraron, en su mayoría, una disposición fascicular, organizados en paralelo al eje 
longitudinal del filamento (Fig. 55, fotos A-B y C-D, respectivamente) y con una 
disposición radial de los mismos en la sección transversal (Fig. 55, B-D). Sin embargo, 
el tapete del río Guadalix aguas abajo, presentó tricomas ligeramente más finos (5.8-6 
µm) con los tilacoides dispuestos mayoritariamente formando pequeños grupos 
orientados de  manera irregular tanto en el eje longitudinal del filamento (Fig. 55, E-F) 
como en la sección transversal (Fig. 55, F).  
El segundo morfotipo (Morfotipo II, Fig. 54, G-I) fue observado también en el 
tapete de Phormidium del río Guadarrama aguas abajo (Tabla 16), y en los dos aislados 
a partir de este mismo tapete (Phormidium 3TGU3 y Phormidium 5TGU3). Dicho 
morfotipo presentó células apicales gradualmente atenuadas y curvadas en forma de 
garfio, sin caliptra.   Los filamentos verde azulados presentaron una ligera constricción 
celular, con una media de ancho celular de 4 µm, con la presencia de necridios, todo 
rodeado por una vaina muy fina. Las células eran más anchas que largas, con un rango 
definido en 1.8-2.6 µm de largo. Finalmente se identificó como Phormidium 
terebriforme [(Agardh ex Gomont) Anagnostidis y Komárek 1988] (Komárek y 
Anagnostidis, 2005).  
Otras dos cepas aisladas del tapete procedente del río Guadarrama mostraron una 
morfología muy similar (Morfoltipo III, Fig. 54, J-L), que también fue observada en 
algunos tricomas de dicho tapete (Tabla 16). Este morfotipo presentó tricomas de 4 µm 
de ancho celular, con células constrictas muy marcadas, presencia de necridios  y 
células terminales hemisféricas achatadas intensamente pigmentadas, adyacentes zonas 
necridiales . De acuerdo a estas características morfológicas se identificó este morfotipo 
como Oscillatoria tenuis  (O. tenuis  1TGU3 y 4TGU3) [(Agardh ex Gomont) 
Anagnostidis y Komárek 1988]. 
 En cuanto al tapete que se encontró epifítico en el arroyo Mediano y el tapete 
epilítico del río Manzanares, mostraron una morfología similar (Morfotipo IV, Fig. 54, 
M-O) con filamentos verde azulados con vainas de 0.5 µm de grosor, células no 
constrictas cuyo ancho oscila entre 6-7 µm, y con un contenido celular granular. Por 
último, las células terminales fueron ligeramente cónicas o redondeadas. Conforme a 
estas descripciones, de identificaron ambos tapetes como Phormidium aerugineo-
caeruleum [(Gomont) Anagnostidis & Komárek 1988] (Komárek & Anagnostidis, 
2005). 




El último morfotipo encontrado se observó en los tapetes procedentes del arroyo 
Mediano y del río Guadalix aguas arriba (Morfotipo V, Fig. 54, P-R). Compartieron una 
morfología muy similar, con filamentos de vaina muy fina,  con anchos celulares que 
variaron en un rango entre 2.8 y 4.2 µm y células no constrictas. Las células apicales 
aparecieron de forma cónica muy aguda hasta redondeada. Ambos tapetes fueron 
finalmente identificados como Phormidium corium [(Gomont 1892)] (Komárek y 
Anagnostidis, 2005). 
 
IV.4. Análisis mediante TGGE de la región ARNr 16S.  
 
 Con el fin de seleccionar los clones de cada uno de los tapetes procedentes de los 
distintos ríos para su secuenciación, se realizó un análisis por TGGE (Fig. 56) ya que 
esta técnica permite discriminar entre distintos genotipos, teniendo en cuenta que 
distintas alturas de las bandas se corresponden con distintas secuencias. Los resultados 
obtenidos mostraron una serie de bandas localizadas en la parte inferior del gel que, de 
acuerdo con el marcador utilizado previamente, es típica en muestras de cianobacterias 
pertenecientes al orden Oscillatoriales, en concreto, del género Leptolynbya y 
Phormidium.   
De los distintos clones obtenidos en el tapete del río Guadarrama, se 
seleccionaron aquellos representados por una banda con distinta altura (clones 5, 10 y 6) 
para secuenciar, entre otras que se visualizaron en otros geles distintos (resultados no 
mostrados). También se pudo observar que las alturas de las bandas procedentes del 
clon 5 del tapete del río Guadarrama aguas abajo (tapete Phormidium GU3) y del 
aislado Phormidium BGU3 se encontraron a una distancia muy próxima entre ellas,  
además de ubicarse en la parte más inferior del gel con respecto a las demás bandas. 
Esto parece sugerir que ambas muestras poseen una similitud de identidad génica 
elevada, como luego se comprobará en el estudio filogenético.  
Por otro lado, se pudo obtener información preliminar sobre el número de cepas 
que componen las distintas muestras naturales de los ríos de estudio, y si se podría 
encontrar la misma cepa en distintos puntos de muestreo. Según el perfil de bandas, se 
visualizaron dos clones distintos tanto en el río Manzanares (clon 7 y 1), como en el 
arroyo Mediano (clon 20 y 28), y que además, dos de ellos parecen ser la misma cepa 
(clon 7 y clon 28, respectivamente). Estos resultados se corroborarían más adelante en 
el siguiente apartado. 
 







Figura 56. Análisis mediante TGGE de los productos amplificados por PCR del gen ARNr 16S (500 
pb) de los distintos clones obtenidos de las muestras naturales recogidas en los puntos de muestreo 
seleccionados de los ríos Guadarrama (GU3), Guadalix (GLX), Manzanares (MNZ) y arroyo 
Mediano (MED). M= marcador de referencia. 
 
 En cuanto al tapete de Phormidium procedente del río Guadalix aguas abajo, se 
pudo comprobar la existencia de una sola banda (clon 4), y por tanto se esperó una sola 
cepa dominante en el tapete. La banda más cercana al clon de esta muestra, se 
corresponde con  el clon 1 del tapete del río Manzanares. De igual manera, se podría 
decir que ambos genotipos poseen una similitud elevada, pero las diferencias se 
estudiarán a continuación. 
IV.5. Caracterización genética y análisis filogenético mediante el empleo del gen 
ARNr 16S. 
 
Para estudiar las relaciones filogenéticas de las cianobacterias tanto de muestras 
naturales encontradas (Tabla 16) procedentes de los distintos ríos estudiados como de 
las cepas aisladas, se determinó la secuencia nucleotídica del gen ARNr 16S (1200 bp).  
Con el objetivo de discutir la posición filogenética de estas cianobacterias dentro 
de la filogenia cianobacteriana, las secuencias de ADNr 16S obtenidos en este estudio 
se compararon con representantes del mismo género disponibles en la base de datos 




(GenBank). Las topologías de los árboles generados por el análisis de parsimonia, de 
distancia y de máximum likelihood fueron similares, y por eso se representa el árbol 
filogenético de distancia (NJ, Fig. 57).  
El árbol filogenético mostró cinco grupos principales que se correspondieron 
con los cinco morfotipos principales encontrados. En el grupo I  se incluyeron nueve 
secuencias obtenidas en este estudio, así como, varios genotipos obtenidos del GenBank 
pertenecientes principalmente a cepas de Phormidium autumnale y Microcoleus 
vaginatus con un soporte de bootstrap del 98%.  El rango de similitud osciló entre el 
95.5 y el 100%. Dentro de este grupo se pudieron diferenciar tres subgrupos (Ia, Ib y Ic) 
con tres genotipos representantes, de acuerdo también con pequeñas diferencias 
morfológicas encontradas en cada uno (Tabla 16). El grupo Ia incluyó las secuencias 
obtenidas por clonación del tapete del río Guadarrama aguas abajo, así como los dos 
cultivos aislados Phormidium BGU3 y Phormidium 2TGU3 del mismo tapete. Con el 
fin de comparar las secuencias obtenidas en este estudio, se realizó una matriz con los 
valores de similitud de todas ellas (Tabla 17), las cuales compartieron valores de 
similitud en un rango del 97.3-98% con el grupo Ib y del 95.9-98.3% con el grupo Ic. El 
segundo grupo Ib contiene secuencias de los clones del tapete encontrado en el río 
Manzanares, junto con secuencias de tapetes de Phormidium encontrados en la 
Antártida. Una característica a destacar dentro de los grupos Ia y Ib es la presencia de 
un inserto de 11 pb dentro del gen ARNr 16S (entre las posiciones 463-468 de E.coli). 
El grupo Ic está formado por clones del tapete encontrado aguas abajo en el río 
Guadalix. La homología encontrada entre estas secuencias y el grupo Ic fue del 97.1-
98.1% de similitud, encontrando un valor máximo del 99.1% con la cepa Phormidium 
autumnale VUW18 aislada del río Makarewa, Nueva Zelanda (Heath y col., 2010).  
El grupo II estaba formado por los cultivos identificados como Phormidium 
terebriforme, junto con clones de la muestra de campo procedente de punto de muestreo 
del río Guadarrama aguas abajo. Los valores de similitud encontradas entre todas ellas 
es del 99.9%.  Todas ellas están agrupadas con secuencias de las bases de datos 
identificadas como P. pseudopristleyi y P. cf. terebriformis con un soporte de grupo 
elevado (100/99/99).   
 
Figura 57. Árbol filogenético de las secuencias del gen ARNr 16S (1200 pb) de las muestras 
naturales de distintos tapetes de Phormidium y los cultivos aislados empleados durante este estudio. 
Este árbol se construyó a partir de los análisis de neighbour-joining (NJ), maximum-likelihood 
(ML) y maximum-parsimony (MP). Se muestran los valores de bootstrap mayores de 50%. Las 
secuencias determinadas en este estudio aparecen en negrita. El nº de acceso de las secuencias 
empleadas para la construcción de este árbol filogenético se indica después del nombre del taxón → 












Tabla 17. Matriz del % de similitud generada a partir de aplicar el algoritmo de identidad del servidor EzTaxon (accesible en http://www.eztaxon.org) entre las 
secuencias del gen ARNr 16S de las muestras de Phormidium incluidas dentro del grupo I en el árbol filogenético. 
Muestra 
Phormidium 
BGU3        
UAM 361 
Phormidium 




GU3 (Clon 5) 
Tapete 
Phormidium  
GU3 (Clon 10) 
Tapete 
Phormidium  
MNZ (Clon 1) 
Tapete 
Phormidium 
MNZ (Clon 6) 
Tapete 
Phormidium  
MNZ (Clon 7) 
Tapete             
P. autumnale 
GLX3 (Clon 4) 
Tapete              
P. autumnale 
GLX3 (Clon 7) 
Phormidium BGU3 
UAM 361 
100         
Phormidium 2TGU3 
UAM 396 
99.4           100        
Tapete Phormidium  
GU3 Clon 5 
99.2 99.8 100       
Tapete Phormidium 
GU3 (Clon 10) 
98.0 98.6 98.4 100      
Tapete Phormidium 
MNZ (Clon 1) 
98.4 98.7 98.5 97.4 100     
Tapete Phormidium 
MNZ (Clon 6) 
98.3 98.6 98.4 97.3 99.5 100    
Tapete Phormidium 
MNZ (Clon 7) 
98.5 98.7 98.6 97.5 99.5 99.8 100   
Tapete P. autumnale 
GLX3 (Clon 4) 
97.2 97.1 96.9 96.0 97.2 97.1 97.1 100  
Tapete P. autumnale 
GLX3(Clon 7) 
98.1 98.0 97.8 96.7 98.1 98.1 98.1    99.0 100 
 





Las dos cepas aisladas del río Guadarrama identificadas como Oscillatoria 
tenuis 1TGU3 y O. tenuis 4TGU3 formaron parte del grupo III junto con otras 
secuencias obtenidas de las bases de datos pertenecientes al género Oscillatoria con un 
soporte de bootstrap muy elevado (100/98/99). Todas ellas mostraron valores de 
similitud en un rango que osciló entre 98.9 y el 99.3%.  
El grupo IV altamente soportado (97/77/89), contiene secuencias de clones de 
los tapetes procedentes del río Manzanares y del río Mediano identificados como el 
morfotipo Phormidium aerugineo-caeruleum con valores de similitud entre el 98.8 y el 
99.7%. No se encontraron altas similitudes con secuencias de las bases de datos, la 
cepas más cercana a este grupo fue Microcoleus paludosus SAG 1449-1a con una 
homología sólo del 93.8%.  
Por último, el grupo V contiene los clones pertenecientes a los tapetes 
identificados como Phormidium corium del arroyo Mediano y del río Guadalix 
localizado aguas arriba con valores de similitud del 99.3%. Ambas muestras de campo 
se agruparon con un soporte elevado (95/85/87) con secuencias de las bases de datos 
identificadas como  Phormidium murrayi y Microcoleus glaciei (previamente descrito 
como P. murrayi) compartiendo valores de similitud en un rango entre el 97%-98.2%. 
 
IV.6. Características ecológicas. 
 
 Al analizar la ecología de los distintos morfotipos y genotipos encontrados, se 
observó que además se correspondía con diferencias en la calidad de las aguas en las 
que fueron recogidos los distintos tapetes.  Dentro del morfotipo I, se pudieron 
relacionar los tres genotipos distintos hallados  Ia, Ib y Ic de acuerdo a las características 
del punto de muestreo.  En el grupo Ia, los representantes del río Guadarrama (clones 
obtenidos de la muestra natura y las cepas aisladas Phormidium BGU3 y Phormidium 
2TGU3) se localizaron en el sitio de referencia de condiciones designadas como 
hipertróficas (Tablas 15 y 16). Dentro del subgrupo Ib, el tapete Phormidium  MNZ 
aparece bajo condiciones mesotróficas, establecidas para el punto de muestreo del río 
Manzanares. Por último, el tapete recogido en el río Guadalix aguas abajo (grupo Ic) fue 
encontrado bajo condiciones eutróficas.  
Igualmente, otros clones procedentes de los tapetes del río Guadarrama, junto 
con los dos aislados Oscillatoria tenuis 1TGU3 y 4TGU3, por una lado, y los aislados 




P. terebriforme 3TGU3 y 5TGU3, fueron predominantes también en el punto de 
muestreo aguas abajo (GU3) del río Guadarrama con condiciones hipertróficas.  
 Sin embargo, las muestras de campo identificadas como Phormidium corium 
procedentes de los ríos Guadalix (punto GLX1, aguas arriba) y Manzanares, aparecen 
en condiciones ambientales caracterizadas como oligo-mesotróficas según sus valores 
de fósforo encontrados. Finalmente, el tapete procedente del arroyo Mediano 




En el presente estudio se han encontrado distintos morfotipos de cianobacterias 
del Orden Oscillatoriales pertenecientes a los géneros Phormidium (Kützing ex Gomot 
1892) y Oscillatoria (Vaucher ex Gomont 1892). Phormidium se considera 
taxonómicamente como uno de los géneros más problemáticos (Komárek y 
Anagnostidis, 2005), donde las especies descritas dentro de este grupo comprenden 
numerosos morfotipos con diversas formas de transición, además de una diversidad 
genética inherente a dicho género (Baker y col., 2001; Marquardt y Palinska, 2007). 
 Un aspecto de gran importancia que hemos encontrado es el estudio del estado 
trófico de las aguas donde fueron encontrados los distintos tapetes de Phormidium y 
Oscillatoria analizados. Las cianobacterias, como se ha comentado anteriormente, son 
organismos que también se encuentran presentes en una gran variedad de ecosistemas 
acuáticos. Su gran distribución ecológica refleja una gran variedad de especies con 
diferentes características (Tandeau de Marsac y Houmard, 1993). Dentro de esa 
distribución cosmopolita, ciertas cianobacterias tienen unas ciertas exigencias 
ecológicas que determinan que su presencia, ausencia o abundancia puedan reflejar las 
características del agua. En este sentido, en el presente estudio se han encontrado 
distintos morfotipos relacionados con distintos genotipos en ríos con calidades de agua 
variadas.  
Así, basándonos en los resultados del análisis filogenético del gen ARNr 16S, se 
encontraron diversos genotipos agrupados dentro del árbol filogenético en cinco grupos 
principales que se correspondieron a su vez con los distintos morfotipos descritos 
previamente, junto con sus características ecológicas. En el grupo I, constituido 
mayoritariamente por cepas de las bases de datos identificadas como Phormidium 
autumnale, fue posible distinguir tres subgrupos claros que se correspondían con tres 





genotipos distintos, en relación también a distintas características morfológicas y 
ecológicas de cada uno de ellos. 
A nivel morfológico, se encontraron diferencias dentro del grupo I. A pesar de 
compartir los caracteres morfológicos básicos (ancho celular 5-8 µm, presencia de 
caliptra y vaina), las diferencias en el ancho celular son pequeñas en comparación con 
previos estudios donde se encontraron rangos entre 0.7-6.3 µm (Palinska y Marquardt, 
2008), donde dichas medidas pueden variar no sólo entre cepas sino también dentro de 
cada una. Dichas variaciones podrían ser debidas a las diferencias en la disposición de 
nutrientes o luz en el medio (Komárek, 1972; Prézelin y col. 1987; Cermeno y col. 
2006). Las diferencias más destacadas en el grupo I se observaron en los estudios 
realizados con microscopía electrónica de transmisión (TEM) con el objetivo de 
estudiar principalmente la disposición de los tilacoides. Según Komárek y Anagnostidis 
(2005), el género Phormidium se caracteriza por tener los tilacoides orientados de 
manera radial, pero desafortunadamente, esta característica no se ha demostrado en la 
mayoría de las especies descritas tanto en muestras naturales como en cultivo. Según los 
resultados obtenidos en las tres muestras analizadas, la disposición de los tilacoides no 
se corresponden con los descritos para los miembros del género Phomidium, excepto 
para el aislado Phormidium sp. BGU3. Además, se pudieron diferenciar dos tipologías 
distintas las cuales, a nivel genético, también están separadas. Las cepas aisladas y 
aquellas secuencias de las bases de datos con estudios morfológicos realizados a nivel 
ultraestructural (Lokmer, 2007; Palinska y Marquardt, 2008) que conforman el grupo 
filogenético Ia, mostraron una orientación de los tilacoides en paralelo al eje 
longitudinal. Por el contrario, el tapete perteneciente al grupo Ic junto con otras 
secuencias procedentes de las bases de datos cercanas (con valores de similitud entre 
97.5 y 98.1%) (Marquardt y Palinska, 2007; Palinska y Marquardt, 2008), todas ellas 
muestran una orientación irregular formando pequeñas agrupaciones. Por lo tanto, se 
encontró congruencia entre los resultados inferidos del análisis genético entre las 
muestras estudiadas y la disposición de sus tilacoides, aportando más información al 
respecto, de igual manera observado en otros estudios previos (Casamatta y col., 2005).  
El grupo Ia lo componen también secuencias pertenecientes al género 
Oscillatoria y cepas de Microcoleus vaginatus de la base de datos. Estos resultados son 
congruentes con otros estudios realizados por otros autores (Marquardt y Palinska, 
2007; Comte y col., 2007; Palinska y Marquardt, 2008; Heath y col., 2010) basados en 




la descripción de varias cepas de Phormidium procedentes de diversos orígenes 
geográficos. A pesar de que este subgrupo está genéticamente asociado en su mayoría a 
cepas del género Microcoleus, estudios previos han comentado que cultivos de 
cianobacterias procedentes de este grupo genotípico están morfológicamente más 
asociadas al género Oscillatoria (Izaguirre y col., 2007; Fleming y Prufert-Bebout, 
2010).  
El subgrupo Ib está representado por secuencias de Phormidium con similitudes 
de identidad ligeramente más bajas y con diferencias en el ancho de sus tricomas con 
respecto al subgrupo anterior. Sin embargo el subgrupo Ic, compuesto por las 
secuencias correspondientes al tapete Phormidium del río Guadalix encontrado aguas 
abajo, y parece que este genotipo muestra pequeñas diferencias con un ancho de tricoma 
más fino. Otra característica genética a destacar dentro de los grupos Ia y Ib, es la 
presencia de un inserto de 11 pb en la zona variable 6 (V6) en el gen ARNr 16S, el cual 
ya ha sido previamente descrito en cepas de  Microcoleus vaginatus (Garcia-Pichel y 
col., 2001; Baker y col., 2001), así como en otras cepas del género Phormidium 
encontradas en la Antártida (Nadeau y col., 2001; Casamatta y col., 2003; Taton y col., 
2006a; Strunecký y col., 2010) y en aguas dulces europeas (Rudi y col., 1998; Lokmer, 
2007).  
Como ya se apuntaba en el capítulo I, los estudios de homología ADN-ADN se 
han empleado para medir el grado de relaciones entre los organismos con una similitud 
alta en la secuencia de ADNr 16S. Los organismos con más de un 70% de homología en 
el ADN, el cual es el valor límite para el reconocimiento de una especie (Wayne y col., 
1987), comparten normalmente más del 97% de similitud del gen ARNr 16S 
(Stackebrandt & Goebel, 1994). Así, se propuso que cuando las cepas tenían menos del 
97.5% de similitud, los datos de la secuencia proporcionaban una fuerte evidencia de 
que las cepas son especies separadas. Posteriormente, Stackebrandt y Ebers (2006) 
establecieron este punto en ≥ 98.7-99% para considerar miembros de la misma especie. 
En el presente estudio el grupo I presentó un rango de similitud de 95.9-100%, lo que 
nos está indicando que dentro de este grupo están incluidas especies distintas. De 
acuerdo con el límite de homología de secuencias establecido, y  teniendo en cuenta los 
valores de similitud de identidades de los subgrupos Ia, Ib y Ic, (Tabla 17), se podría 
concluir que los distintos subgrupos se corresponden con especies diferentes. 
Otro aspecto a tener en cuenta es el hecho de que todas las secuencias incluidas 
en dicho grupo I, pertenecen a cepas aisladas de una mezcla de diferentes hábitats 





(terrestre, desiertos, regiones polares y aguas dulces) y ha sido descrito en distintos 
estudios como el grupo Phormidium autumnale, a pesar de que ya se habían encontrado 
diferencias tanto a nivel morfológico como genético (Comte y col., 2007; Heath y col., 
2010; Strunecky y col., 2010). En el presente estudio, se observó que las diferencias 
morfológicas encontradas en las muestras estudiadas, coinciden con los resultados 
filogenéticos, en los cuales existe una separación de las cepas en subgrupos con alto 
valor de soporte. Además, los distintos subgrupos tuvieron una distribución diferencial 
apareciendo los representantes del grupo Ia en aguas hipertróficas, los del grupo Ib en 
aguas mesotróficas y el grupo Ic en aguas eutróficas.  
El morfotipo-genotipo II identificado como Phormidium terebriforme 
(morfotipo encontrado en el río Guadarrama aguas abajo y dos aislados a partir del 
mismo tapete) presentó valores de similitud del 99% con secuencias de las bases de 
datos procedentes de otros estudios que se corresponden con P. terebriforme y P. 
pseudopristleyi (Ballot y col., 2004; Taton y col., 2006b). Este grupo difiere del grupo 
principal P. autumnale principalmente por presentar tricomas estrechos, células 
terminales curvadas en forma de garfio y la ausencia de caliptra. De acuerdo con 
Komárek y Anagnostidis (2005) las especies pertenecientes a este taxon son muy 
variables y morfotipos muy similares podrían pertenecer a distintos genotipos.  
El morfotipo-genotipo III clasificado como Oscillatoria tenuis 
(correspondiente al tapete del río Guadarrama aguas abajo y dos aislados procedentes 
del mismo tapete) difiere del resto por poseer tricomas muy rectos, con claras 
constricciones celulares, presencia de necridios y células terminales hemiesféricas. En el 
análisis filogenético, las dos cepas de estudio se agruparon con un soporte del 100% 
junto con otras cepas de Oscillatoria de las bases de datos. Tanto el morfotipo II como 
el III, fueron representantes del punto de referencia aguas abajo en el río Guadarrama 
con características hipertróficas. P. terebriforme ha sido descrito previamente como 
indicadores potenciales de aguas contaminadas de carácter orgánico (Kolkwitz y 
Marsson, 1908 y revisiones (Fjerdingstad, 1964; Sládececk, 1973; Rott y col., 1997) y 
O. tenuis (junto con otras especies de Phormidium) está recogida como especie de aguas 
eutróficas según un nuevo índice basado en algas bentónicas para evaluar el estado 
trófico de los ríos nórdicos (Schneider y Lindstrøm, 2011).  
 Las muestras de campo pertenecientes al morfotipo identificado como 
Phormidium aerugineo-caerulem (genotipo IV) se caracterizaron por presentar largos 




filamentos con una vaina prominente y un contenido celular granulado. Son 
cianobacterias bentónicas típicas de aguas de gran corriente. De acuerdo con los 
resultados filogenéticos, las secuencias con mayor similitud encontradas en las bases de 
datos fue la correspondiente a Microcoleus paludosus. La distinta morfología observada 
junto con los valores de porcentaje de similitud obtenidos entre ellas (menor del 95%), 
sugieren que ambas pertenecen a géneros distintos. A nivel ecológico, esta especie 
procedente tanto del arroyo Mediano como del río Manzanares, está presente en 
condiciones oligo-mesotróficas. 
 El último morfotipo (genotipo V) identificado como Phormidium corium se 
agrupó con cepas pertenecientes a  Phormidium murrayi y Microcoleus glaciei. Estos 
resultados coinciden con anteriores investigaciones (Casamatta y col., 2005; Taton y 
col., 2006a; Comte y col., 2007; Heath y col., 2010) en las cuales se muestran que 
varias cepas de Phormidium se agruparon con P. murrayi. Actualmente, la clasificación 
de P. murrayi está en revisión, y se sugiere que dicho taxón debería agruparse con el 
género Microcoleus y no con Phormidium (Casamatta y col., 2005; Comte y col., 2007). 
De acuerdo con Comte y colaboradores (2007) y Heath y colaboradores (2010), los 
valores elevados de similitud encontrados en las muestras de este estudio con aquellas 
pertenecientes a Microcoleus debería ser clarificada. Cabe destacar que la taxonomía en 
cianobacterias es complicada y puede generar asignaciones genéricas o específicas 
inapropiadas a la hora de la identificación de dichos organismos, y en consecuencia, 
implica que muchas de las secuencias obtenidas de las bases de datos estén mal 
clasificadas (Komárek, 2010). Además, otra información de gran importancia es que 
ambos tapetes  procedentes de los ríos Guadalix aguas arriba y Manzanares, aparecen en 
condiciones ambientales caracterizadas como oligo-mesotróficas según sus valores de 
fósforo encontrados. Tanto el morfotipo P. aerugineo-caerulem como P. corium se han 
descrito previamente como especies cuya presencia es típica de aguas pobres en 
nutrientes, en mayor proporción en esta última (Rott y col., 1997; Branco y Pereira, 
2002; Perona y Mateo, 2006). 
 De acuerdo con los resultados obtenidos, los distintos morfotipos fueron 
separados tanto a nivel morfológico y genético, permitiendo diferenciar a su vez 
distintos ecotipos, incluso a nivel de subgrupo (dentro del grupo I). En definitiva, la 
caracterización ecológica de cada una de las muestras estudiadas puede contribuir a la 
taxonomía de las mismas, como un rasgo identificativo añadido que servirá de 
referencia para futuros estudios y para su posible aplicación en estudios de 





biomonitorización de la calidad de las aguas en ríos. En conclusión, cabe resaltar la 
necesidad de estudios polifásicos para llevar a cabo la caracterización de cepas de 
Phormidium procedentes de distintas condiciones ambientales y también enfatizar en la 
falta de datos disponibles en las bases de datos para llevar a acabo futuras 































1. La estructura y composición de las comunidades de cianobacterias en el tramo 
del río Guadarrama estudiado, varió en función del gradiente de eutrofización 
encontrado aguas abajo. La calidad del agua de los tres puntos elegidos en dicho 
río fue diferente, presentando el punto GU1 aguas oligo-mesotróficas y los 
puntos GU2 y GU3 aguas hipertróficas. Se encontraron diferencias en las 
cianobacterias observadas en los distintos puntos de muestreo, con una 
reducción de la diversidad aguas abajo, y se pudieron distinguir tres grupos de 
especies en función de su tolerancia a la contaminación. Se encontraron especies 
características de aguas con bajo contenido en nutrientes, especies tolerantes a 
eutrofización y especies características de aguas con elevadas concentraciones 
de nutrientes.  
 
2. En los bioensayos de competencia en  sustrato artificial, las especies 
Phormidium sp. y S. elongatus dominaron en un medio rico en nutrientes. 
Mientras que T. penicillata y N. carneum fueron las que predominaron en un 
medio pobre. Las especies L. boryana, L. nostocorum, y  Pseudanabaena 
catenata  crecieron indistintamente en ambos medios  sin presentar una 
dominancia clara, excepto, las especies Aphanocapsa muscicola y Pleurocapsa 
minor que crecieron en mayor proporción en medios ricos y pobres en 
nutrientes, respectivamente. 
 
3. En los bioensayos bajo un gradiente de nutrientes, en monocultivo, se 
observaron dos tipos de comportamiento. Las cianobacterias Phormidium sp. y 
L. boryana  presentaron un mayor crecimiento a altas concentraciones de nitrato 
y amonio, aunque en menor medida esta última. Con respecto al fosfato, el 
crecimiento de ambas aumentó según aumentaba éste, hasta llegar a una 
concentración límite (10 mg/l) por encima de la cual se inhibió el crecimiento. 
Sin embargo, las especies T. penicillata y N. carneum  tuvieron un mayor 
crecimiento a bajas concentraciones de todos los nutrientes analizados. En los 





Phormidium sp. y L. boryana dominaron a altas concentraciones y al contrario, 
T. penicillata y N. carneum dominaron a bajas concentraciones. 
 
 
4. Mediante la técnica molecular TGGE (utilizando como marcador molecular el 
ARNr 16s), se observaron diferencias en los perfiles genéticos (patrones de 
bandas) entre los puntos de muestreo en relación con las diferencias encontradas 
en el estado trófico de las aguas. Así, se encontró una disminución de la 
diversidad de las comunidades de cianobacterias aguas abajo, correlacionadas 
con un incremento en la carga de nutrientes, en relación con la ausencia de 
especies sensibles que fueron desplazadas en las localidades más contaminadas 
por genotipos más competitivos.  
 
5. Mediante el análisis filogenético de las secuencias obtenidas de las bandas de 
TGGE, se pudieron distinguir distintos grupos de genotipos en relación también 
con la carga de nutrientes de los distintos puntos de muestreo. Se encontraron 
genotipos (relativos a los géneros Chamaesiphom y Phormidium) que mostraron 
variaciones en la respuesta a variables ambientales como el caudal, la 
concentración de nutrientes (NID, PRS) y conductividad, así como a las 
variaciones en el oxígeno disuelto. Además, los análisis moleculares de 
“fingerprinting” o huella genética nos han permitido detectar una mayor 
diversidad que la observada en los análisis morfológicos, mostrando la mayoría 
de los morfotipos más abundantes de las muestras naturales procedentes del 
epiliton. 
 
6. Los cambios tanto en la estructura como en la composición de las comunidades 
de cianobacterias se reflejaron en las diferencias encontradas en los perfiles 
genéticos, así como la diferenciación de genotipos según sus exigencias 
ecológicas. En concreto, el punto aguas arriba (GU1) presentó una comunidad 
de cianobacterias con un gran número de individuos pertenecientes al orden 
Chroococcales, mientras que por el contrario, en los puntos situados aguas abajo 
(GU2 y GU3) y en mayor proporción en el GU3, se observaron una mayor 







7. De acuerdo con los datos abundancia de campo junto con los bioensayos bajo un 
gradiente de nutrientes y los obtenidos mediante la técnica TGGE, podemos 
describir especies potencialmente biondicadoras de la calidad del agua en el río 
Guadarrama. Se define a T. penicillata y N. carneum como especies 
bioindicadoras de aguas con bajo contenido en nutrientes como también 
Chamaesiphon sp., Leptolyngbya tenuis, L. nostocorum y Pleurocapsa minor. 
Al contrario, Phormidium sp. y Synechococcus elongatus características de 
aguas eutróficas.  L. boryana y Pseudanabaena catenata crecen tanto en aguas 
limpias, como contaminadas, aunque la primera presenta un mayor crecimiento 
en estas últimas. 
 
8. El análisis polifásico de muestras naturales y cepas aisladas de distintos ríos 
pertenecientes a los géneros Phormidium y Oscillatoria, permitió distinguir 
diferentes genotipos que se correspondieron con los distintos morfotipos 
encontrados tanto en microscopía óptica como electrónica. A su vez, éstos se 
relacionaron con las diferencias en el estado trófico de las aguas, pudiéndose 
definir distintos ecotipos. Así, las cepas Phormidium BGU3, Phormidium 
2TGU3, P. terebriforme y O. tenuis se catalogaron como especies de aguas 
hipertróficas; P. autumnale GLX3 de aguas eutróficas y, tanto P. aerugineo-
caeruleum y P. corium, se describieron como especies de aguas oligo-
mesotróficas. 
 
9. Las diferencias observadas en los estudios morfológicos entre las cepas y 
muestras naturales se correspondieron con las obtenidas en los estudios 
genéticos, por lo que queda evidente la complementariedad de ambos tipos de 
estudios. De este modo, el empleo de los estudios polifásicos, que han integrado 
información, fenotípica, genotípica, y ecológica, tanto en los estudios 
taxonómicos como en los análisis de comunidades de cianobacterias, han 
resultado ser una herramienta valiosa en la identificación y caracterización de las 
cianobacterias en relación con la calidad de las aguas. 
 
10. Los resultados obtenidos del análisis de la comunidad epilítica de cianobacterias 
utilizando la técnica de TGGE revelan la validez de la misma, al mostrar 





correspondieron con el estado trófico de los mismos. Esta técnica puede 
complementar las técnicas clásicas utilizadas en los estudios de 
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